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O protozoário Cryptosporidium pertence ao filo Apicomplexa. Possui capacidade de infectar 
todas as classes de vertebrados (aquáticos, aéreos, terrestres), inclusive o ser humano. 
Atualmente, são reconhecidas vinte e uma espécies de Cryptosporidium e aproximadamente 
40 genótipos foram identificados. A infecção ocorre por meio da ingestão de oocistos 
liberados infectantes nas fezes dos hospedeiros. Algumas espécies apresentam potencial 
zoonótico, como C. parvum e C. meleagridis. Cryptosporidium causa diarreia, normalmente 
com cura espontânea, sendo mais grave em indivíduos imunodeprimidos ou portadores de 
doenças autoimunes. As coleções de água potável e de recreação são as principais fontes 
de infecção. Em países desenvolvidos faz-se o monitoramento da água, para consumo, 
distribuída à população, porém naqueles em desenvolvimento o mesmo não ocorre e a 
doença é considerada negligenciada. No mundo poucos trabalhos são encontrados tratando 
da prevalência e dinâmica da transmissão da criptosporidiose em zoológicos, os quais 
apresentam singularidades que facilitam este tipo de estudo, apesar do fato de os animais 
não estarem em seus habitats naturais. No Brasil, não existem estudos em zoológicos 
contemplando a detecção de Cryptosporidium em fezes de animais e nas águas dos lagos 
presentes nestes ambientes. O objetivo do presente trabalho foi verificar a presença de 
Cryptosporidium em fezes de aves e mamíferos e nas águas dos recintos e lagos do 
Zoológico Municipal de Curitiba. No período de março/2011 a dezembro/2011, 249 amostras 
fecais (121 de aves e 128 de mamíferos) foram coletadas e processadas para detecção, 
identificação morfológica e molecular. As fezes foram filtradas, sedimentadas e submetidas 
ao protocolo de purificação em solução saturada de NaCl. O material foi analisado por meio 
da técnica de Ziehl-Neelsen modificada e processado para extração de DNA e detecção por 
PCR e Nested PCR. Amostras de seis coleções aquáticas (três em cada coleção, N=18) 
também foram coletadas para análise. A água foi filtrada em membrana de acetato-celulose 
e o eluato obtido foi processado para a realização da técnica de coloração de Ziehl-Neelsen 
modificada, e detecção molecular do parasito por PCR e nested PCR, usando iniciadores 
para a região hiper-variada do gene 18SSU rDNA. Das amostras fecais analisadas, duas 
foram positivas para a coloração de Ziehl-Neelsen modificada sendo uma de ararajuba 
(Guaruba guarouba) e outra de papapagaio-de-cara-roxa (Amazona brasiliensis). A Nested 
PCR foi positiva nas duas amostras anteriores e em uma terceira, proveniente de outro 
papagaio-da-cara-roxa. O material de um quarto animal, um papagaio-de-peito-roxo 
(Amazona vinacea), também foi positivo na PCR de primeira etapa. Das coleções aquáticas 
amostradas uma apresentou positividade em duas das três amostras coletadas. O registro 
de Cryptosporidium nestas aves é o primeiro na literatura mundial. Os isolados obtidos 
foram sequenciados. A espécie C. galli foi identificada nas amostras provenientes de aves e 
C. parvum nas amostras provenientes de coleções aquáticas e para o controle de 
referência. Uma árvore filogenética utilizando análise Bayesiana foi construída e nela os 
isolados identificados ficaram em um mesmo ramo, com um bom suporte, já o controle ficou 
no mesmo grupo da sequência de C. parvum do GenBank. Estes resultados indicam 
similaridade dos isolados encontrados. Conclui-se que o presente trabalho poderá servir 
como subsídio para a ambientação dos recintos e para o manejo dos animais, 
principalmente no que se refere ao contato com as águas do ambiente para a saúde dos 
animais, dos trabalhadores e visitantes do zoológico, devido à identificação de uma espécie 
de potencial zoonótico C. parvum. 
 






The Cryptosporidium protozoan belongs to the phylum Apicomplexa. It is capable of 
infecting all vertebrate classes (aquatic, aerial, and terrestrial), including humans. 
Currently, twenty one species of the genus Cryptosporidium are recognized, and 
approximately 40 genotypes were identified. Infection occurs through the ingestion of 
infected oocysts released in the feces of the hosts. Some species have zoonotic 
potential, such as C. parvum and C. meleagridis. Cryptosporidium causes diarrhea, 
usually with spontaneous cure, being more worrisome in immunocompromised 
individuals or patients with autoimmune diseases. The collections of drinking water 
and recreation are the main sources of infection. In developed countries the drinking 
water supplied to the population is monitored for this pathogen, however the same 
does not occur in developing countries where the disease is considered neglected. In 
the world few studies dealing with the prevalence and transmission dynamics of 
cryptosporidiosis in zoos are found. These spaces have singularities that facilitate 
this type of study, despite the fact that animals are not in their natural habitats. In 
Brazil, there are no studies in these environments contemplating cryptosporidiosis. 
This work aims to verify Cryptosporidium infection in captive birds and mammals, and 
also in the water bodies and pounds in the enclosures of the Municipal Zoo of 
Curitiba. From March 2011 to December 2011, 249 fecal samples, 121 birds and 128 
mammals were collected and processed for morphological and molecular 
identification of Cryptosporidium. Feces were filtered, pelleted and subjected to the 
purification protocol in saturated NaCl solution. Samples were analyzed following 
Ziehl-Neelsen modified technique, and processed for DNA extraction and detection 
by PCR and Nested PCR. Water samples from six sites (three in each site, N=18) 
were also collected for analysis. The water was filtered through a cellulose-acetate 
membrane and the eluate obtained was processed by Ziehl-Neelsen modified 
technique, followed by the molecular detection through PCR and Nested PCR, using 
primers for the hyper-diverse region of the rDNA gene 18SSU. Two fecal samples 
were positive on microscopy for Cryptosporidium: one from Golden Parakeet 
(Guaruba guarouba) and other from Red-tailed Amazon (Amazona brasiliensis). The 
Nested PCR was positive for the two previous samples and also in a third from 
another Red-tailed Amazon. The material of a fourth animal, Vinaceous Amazon 
(Amazona vinacea), was also positive in PCR first step. For the water collection, one 
was positive in two of the three samples. The record of Cryptosporidium in these 
birds is the first in the world literature. The isolates obtained were sequenced. The 
species C. galli was identified for isolates from birds and C. parvum isolate derived 
for the collection of water and the control reference. A phylogenetic tree was 
constructed using Bayesian analysis, where the isolates identified in this study 
clustered in the same branch, with good support, since the control group was the 
same sequence of C. parvum from GenBank. These results indicate similarity of 
isolates found. We conclude that this study can serve as input to the ambiance of the 
grounds and for the handling of animals, especially with regard to contact with the 
waters of the environment for the animals' health, workers and visitors to the zoo, 
due to identifying a kind of C. parvum zoonotic potential. 
 







 O protozoário intestinal do gênero Cryptosporidium é um parasito do Filo 
Apicomplexa e pode ser encontrado em humanos, animais domésticos e silvestres, 
podendo infectar praticamente todas as espécies de vertebrados. A veiculação 
hídrica é considerada uma das principais formas de disseminação de 
Cryptosporidium. Há maior destaque para a água de beber, seguida das águas de 
recreação, com relato de surtos de criptosporidiose de veiculação hídrica em vários 
países (SMITH & NICHOLS, 2010; BRIGGS et al., 2014; WIDERSTRON et al., 2014; 
ONICHANDRAM et al., 2014). As formas de resistência de Cryptosporidium são os 
oocistos, que são liberados com as fezes do hospedeiro, já infectantes. De acordo 
com estudos de Okhuysen et al. (1999) que conduziram infecções experimentais em 
humanos voluntários, a dose infectante pode ser de 9 a 1000 oocistos, 
aproximadamente. A criptosporidiose é considerada uma doença negligenciada e 
sua ocorrência está intimamente relacionada com as questões de saneamento 
básico e higiene. A maioria dos indivíduos infectados não é diagnosticada, e 
indivíduos imunocompetentes apresentam diarreia autolimitada, muitas vezes sem 
causa elucidada. Porém, em indivíduos imunodeprimidos a criptosporidiose pode 
tornar-se crônica e grave devido à considerável perda de líquidos e desidratação, 
principalmente, naqueles acometidos por SIDA (Síndrome da Imunodeficiência 
Adquirida). 
Em animais de criação, a criptosporidiose também é reconhecida como 
problema importante, especialmente em animais jovens, se apresenta mais grave 
levando a significativas perdas na produção (NEMEJC et al., 2013; SMITH et al. 
2014; KAUPKE et al., 2014, RIEUX et al., 2014). Nessa situação, cada animal pode 
eliminar de 100 a 1,7 x 107 oocistos por grama de fezes (RIEUX et al., 2014). A alta 
produção de oocistos eliminados aliada à veiculação hídrica e a existência de 
espécies de Cryptosporidium que afetam tanto os animais, quanto o ser humano, 
contribuem para aumentar o risco de surtos entre a população humana. Como 
exemplo, pode ser citado o surto de criptosporidiose ocorrido em Milwaukee (EUA) 
no ano de 1993. A rota de transmissão epidêmica nunca foi oficialmente identificada, 
mas suspeita-se que o surto tenha sido causado por Cryptosporidium proveniente de 




Cryptosporidium não foram retidos pelo processo de filtração empregado na estação 
de tratamento de água da cidade, devido à contaminação por esgoto, proveniente de 
uma estação de tratamento de esgoto no Lago Michigan. Esta condição de 
contaminação da água durou de 23 de março a 8 de abril, neste período, 403 mil 
pessoas foram infectadas e apresentaram sintomas como dor no estômago, diarreia, 
febre e desidratação. Estimaram-se aproximadamente 104 mortes, a maioria de 
pessoas imunodeprimidas, como as portadoras de SIDA (HOXIE et al., 1997). Vários 
trabalhos trazem relatos de surtos de criptosporidiose no mundo, comprovando sua 
importância como doença emergente (BALDURSSON & KARANIS, 2011). 
 Além da reconhecida importância em animais de criação, a criptosporidiose 
também tem sido estudada em animais silvestres, embora sejam poucos os estudos 
de ocorrência da parasitose tanto naqueles que vivem livres em seu habitat natural 
quanto nos mantidos em cativeiro (MEIRELES et al., 2007; HILL et al., 2008; FENG, 
2010; VAN et al., 2010; YANG et al.; 2011; RAVASZOVA et al., 2012; ABU SAMRA 
et al., 2013). Frequentemente, as doenças em animais silvestres são consideradas 
de interesse somente se a saúde humana ou produção agrícola são afetados 
diretamente. No caso da criptosporidiose, a possibilidade de transmissão do parasito 
dos animais para os seres humanos justifica a necessidade do conhecimento da 
prevalência e dinâmica de transmissão em animais silvestres. Além disso, a 
criptosporidiose em animais livres e de cativeiro pode comprometer a saúde destes 
hospedeiros, especialmente por afetar de forma mais intensa os indivíduos jovens, 
tornando-se, portanto, motivo de preocupação em unidades naturais e artificiais de 
conservação da vida silvestre. 
Em zoológicos, onde os animais são mantidos em recintos, a ocorrência de 
doença como a criptosporidiose é favorecida pelo contato mais próximo dos 
indivíduos. O conhecimento da prevalência e da dinâmica de transmissão do 
parasito nestes animais é importante para estabelecer medidas de prevenção e 
manejo adequados para evitar ou minimizar surtos. Além disso, a possibilidade de 
transmissão zoonótica pode ser inferida a partir do conhecimento dos genótipos de 
Cryptosporidium prevalentes nos vários hospedeiros: animais e humanos. Apesar da 
relevância de estudos nesse sentido, há poucos trabalhos que tratam da detecção 
de Cryptosporidium em zoológicos (HEUSCHELE et al., 1986; GOMEZ et al., 1992; 




2003a; ALVES et al., 2005; MATSUBAYASHI et al., 2005; ROHELA et al., 2005; 
VENTURINI et al., 2006; LIM et al., 2008; PÉREZ CORDÓN et al., 2008; GEURDEN 
et al., 2009; FAGIOLINI et al., 2010; KODÁDKOVÁ et al., 2010; WANG et al., 2011; 
PAPINI et al., 2012). 
O Zoológico Municipal de Curitiba está situado na Bacia Hidrográfica do Rio 
Iguaçu, sendo margeado por suas águas. Devido à importância da Bacia do Iguaçu 
para o abastecimento industrial, bem como da população, estudos que tratem da 
contaminação desta água, por águas servidas, são importantes para a identificação 
de pontos de contaminação e também para planejar estratégias de prevenção de 
surtos de criptosporidiose, como os relatados nos últimos anos (FAYER, 2004; 
KARANIS et al., 2007; PUTIGNANI & MENCHELLA, 2010; LAL et al., 2013). É 
importante ressaltar que a água servida dos recintos dos animais mantidos em 
cativeiro no Zoológico Municipal de Curitiba é escoada no ambiente e atinge o Rio 
Iguaçu, podendo contaminar os mananciais de abastecimento. Considerando tal 
possibilidade, a avaliação da ocorrência de Cryptosporidium nos animais e no 
ambiente do Zoológico Municipal de Curitiba é um estudo contribui para dimensionar 
o potencial de contaminação, por Cryptosporidium originada do zoológico, na água 
de consumo fornecida para diversas cidades do Estado do Paraná, incluindo 
municípios da região metropolitana de Curitiba (SEMA, 2010). Adicionalmente, os 
dados obtidos podem auxiliar nas questões de manejo dos animais e na arquitetura 
dos recintos para evitar a transmissão entre os animais e, eventualmente, para os 

















2.1. OBJETIVO GERAL 
 
Pesquisar Cryptosporidium nas amostras fecais dos animais de cativeiro e nas 
coleções aquáticas dos recintos do Zoológico Municipal de Curitiba, situado no 
Parque Municipal do Iguaçu. 
 
2.2. OBJETIVOS ESPECÍFICOS 
 
a) Verificar a ocorrência de Cryptosporidium em fezes de animais de cativeiro e 
na água dos lagos do Zoológico Municipal de Curitiba por meio de técnica 
microscópica e molecular. 
 
b) Identificar espécies/genótipos de Cryptosporidium presentes nas fezes dos 
animais e coleções aquáticas dos recintos pelo sequenciamento do gene 
18SSU rRNA. 
 
























3. REVISÃO DE LITERATURA 
 
3.1. BREVE HISTÓRICO DA CRIPTOSPORIDIOSE  
 
O parasito Cryptosporidium foi observado pela primeira vez em laboratório 
pelo parasitologista Ernest Edward Tyzzer, no tubo digestório de camundongos, no 
ano de 1907. Três anos mais tarde Tyzzer nominou-o como Cryptosporidium muris 
(TYZZER, 1907; TYZZER, 1910 apud FAYER & UNGAR, 1986). Em 1912, o mesmo 
pesquisador identificou a espécie Cryptosporidium parvum, encontrada no intestino 
delgado de camundongos. 
A partir de 1955, o Cryptosporidium passou a despertar interesse dos 
cientistas com a descrição de uma nova espécie - Cryptosporidium meleagridis - a 
qual foi associada a infecções letais em perus (Meleagris ocellata) (SLAVIN, 1955). 
O maior interesse da medicina veterinária por Cryptosporidium ocorreu em 1971, 
quando a espécie Cryptosporidium parvum passou a ser associada a episódios de 
diarreia em bovinos (PANCIERA et al., 1971). 
Os primeiros casos de criptosporidiose em humanos foram registrados em 
1976 nos Estados Unidos da América. Foi descrito um caso de criptosporidiose em 
uma criança imunocompetente com três anos de idade (NIME, et al., 1976) e ainda 
um quadro de criptosporidiose em um paciente submetido à terapia 
imunossupressora (MEISEL et al., 1976). 
A criptosporidiose passou a ser considerada importante somente no início dos 
anos oitenta, quando oocistos de Cryptosporidium foram detectados nas fezes de 
indivíduos infectados com o vírus da Síndrome da Imunodeficiência Adquirida (SIDA) 
(NASCIMENTO et al., 2009). Antes do início da terapia antirretroviral 24 % dos 
portadores de SIDA apresentavam diarreia causada por este parasito (DILLINGHAM 
et al., 2002). 
Os primeiros relatos sobre surtos de criptosporidiose relacionados à 
contaminação da água de abastecimento ocorreram nos EUA, em San Antonio, no 
Texas, em 1984, concomitantemente a um surto de vírus Norwalk (D´ANTONIO et 
al., 1985) e na Geórgia em 1987 (HAYES et al., 1989). Porém, o maior deles foi 
registrado na cidade de Milwaukee (E.U.A.), em 1993, tendo como agentes 




pessoas residentes nesta cidade e a água disponibilizada para consumo foi 
considerada o foco de infecção (HAAS & ROSE, 1994). Desde então, casos de 
criptosporidiose têm sido registrados em mais de quarenta países tanto em 
indivíduos imunocompetentes como em pacientes imunodeprimidos (DILLINGHAM 
et al., 2002). Após os primeiros surtos ocorridos nos Estados Unidos da América, a 
Agência Norte Americana de Proteção Ambiental – USEPA (United States 
Environmental Protection Agency) incluiu a pesquisa de Cryptosporidium na lista de 
prioridades para avaliação da água potável (SAVIOLI et al., 2006). Em 1994, a 
criptosporidiose tornou-se doença de notificação compulsória no Canadá (ISSAC-
RENTON et al., 1999). Mais tarde, tal medida também foi adotada nos países da 
União Europeia (SEMENZA & NICHOLS, 2007). A criptosporidiose é considerada 
uma doença emergente e a Organização Mundial da Saúde (OMS) a coloca na lista 
de doenças negligenciadas (SAVIOLI et al., 2006). 
 
3.2. CLASSIFICAÇÃO TAXONÔMICA 
 
O filo Apicomplexa é formado por numerosos gêneros de parasitos eucariotos 
patógenos inclusive dos seres humanos (Plasmodium, Cryptosporidium, 
Toxoplasma, Cyclospora e Isospora), gado bovino (Theileria e Babesia), aves 
(Eimeria) e animais domésticos (Sarcocystis e Neospora) Uma característica 
peculiar dos representantes do filo Apicomplexa é a presença de um conjunto de 
organelas na região apical (roptrias, micronemas, conóide e microtúbulos) somente 
visíveis em microscopia eletrônica, responsáveis pela capacidade destes 
microrganismos de invadir células e se mutiplicarem no interior destas, como 


















Para certos gêneros deste filo (Caryospora sp., Cyclospora sp., Eimeria sp., 
Isospora sp., Sarcocystis sp. e Toxoplasma sp.) características biológicas, como 
especificidade pelo hospedeiro, tamanho, forma e estrutura interna do oocisto, 
presença de esporocistos e esporozoítos são suficientes para a identificação. 
Porém, como os oocistos apresentam morfologia comum em várias espécies e 
possuem tamanho tão reduzido que sua estrutura interna não é visível, a 
identificação em nível específico torna-se complexa. Esta dificuldade é encontrada 
em todas as espécies de Cryptosporidium que tem ainda como agravante, os 
pequenos oocistos (4 a 7 µm) que podem ser confundidos com outras estruturas, 
habitualmente encontradas nas fezes ou em amostras ambientais, como leveduras e 












Figura 2 – Oocistos de Cryptosporidium 1000X. A – Coloração de Ziehl-Neelsen modificada. B – 
Observação microscópica em contraste de fase. C – Imunofluorescência. 
FONTE: U.S. Environmental Protection Agency.  
 
Segundo Levine (1980) e Levine et al. (1980) Cryptosporidium apresenta a 
seguinte posição sistemática: 
 
Filo Apicomplexa Levine, 1970 
Classe Sporozoea Leuckart, 1879 
Subclasse Coccidia Leuckart, 1879 
Ordem Eucoccidiida Léger & Duboscq, 1910 
Sub-ordem Eimeriina Léger, 1911 
Família Cryptosporidiidae Léger, 1911 
Gênero Cryptosporidium Tyzzer, 1907 
 
A maioria das espécies de Cryptosporidium é identificada de acordo com 
características morfológicas dos oocistos e com a habilidade de infectar um 
hospedeiro específico/dominante (Quadro 1). Até o momento são válidas vinte e 
uma espécies e quarenta e quatro genótipos (XIAO et al., 2004; SMITH et al., 2005). 
 A taxonomia de Cryptosporidium está sofrendo modificações, pois algumas 
espécies parecem ter pouca especificidade pelo hospedeiro (FAYER, 2004). 
Os seres humanos são considerados reservatórios primários de C. hominis 
(FAYER, 2004). Outras espécies de parasitos, já registradas em humanos, 
especialmente, imunodeprimidos são: C. parvum, C. muris, C. felis, C. canis, C. 
baileyi, C. meleagridis, C. wrairi, C. saurophylum, C. andersoni e C. serpentis 
(HUNTER & NICHOLS, 2002). Entretanto, as taxas de transmissão entre animais 
silvestres e de criação para os seres humanos têm sido subestimadas (APPELBEE 




espécies de mamíferos, sendo o gado doméstico o principal reservatório (FAYER, 
2004). 
 
Quadro 1. Espécies de Cryptosporidium, dimensão dos oocistos, localização 












C. andersoni 5,0-6,5 X 6,0-8,1 Estômago Bovinos, camelos 
C. baleyi 4,2 X 6,2 Traquéia, bursa de 
Fabrício e cloaca 
Galinhas, pavões 
C. bovis 4,7-5,3 X 4,1-4,7 Intestino delgado Bovinos 
C. canis 4,9 X 4,7 Intestino delgado Canídeos, 
humanos 
C. fayeri 4,5-5,1 X 3,8-5,0 Epitélio intestinal Canguru vermelho 
C. felis 4,5 X 5,0 Intestino delgado Gatos 
C. fragile Não estimado Intestino Anfíbios 
C. galli 8,5-8,8 x 6,2-6,4 Proventrículo Aves 
C. hominis 4,5-5,5 Intestino delgado Humanos e 
macacos 
C. macropodum  Não estimado Intestino Canguru gris 
C. meleagridis 4,0-4,5 X 4,60 
-5,2 
Intestino delgado Pavões 
C. molnari 4,7 X 4,4 Estômago Peixes 
C. muris 5,6 X 7,4 Estômago Roedores 








2,9-4,4 X 2,9-3,6 Intestino delgado Bovinos 
C. scophthalmi 3,7-5,0 X 3,0-4,6 Epitélio e lúmen 
intestinal 
Peixes 
C. serpentis 4,8-5,6 X 5,6-6,6 Estômago Serpentes e 
lagartixas 
C. suis 5,0 X 4,4 Intestino delgado Suínos 
C. varanii 
(anteriormente 
conhecido como C. 
saurophilum) 
4,2-5,2 X 4,4-5,6 Intestino e mucosa 
cloacal 
Lagartixas 
C. xiaoi 2,9-4,4 X 2,9-4,4 Intestino delgado Ovinos 
C. wrairi 4,0-5,0 X 4,8-5,6 Intestino delgado  Cobaias 






Os protozoários do gênero Cryptosporidium apresentam biologia bastante 
diferenciada. São considerados intracelulares, porém extracitoplasmáticos. Situam-
se na superfície das células epiteliais, onde há a formação de uma organela 
multimembranosa, na união do parasito com a célula epitelial, a qual se acredita ter 
importância na absorção de nutrientes da célula parasitada (SPANO & CRISANTI, 
2000). 
O tamanho reduzido do oocisto com esporozoítos livres (sem esporocistos) e 
a presença de oocistos de membrana espessa e de membrana fina, responsáveis, 
respectivamente, pela transmissão de um reservatório para outro e a possibilidade 
de autoinfecção interna (THOMPSON et al., 2005), são aspectos singulares na 
biologia deste parasito. 
O gênero Cryptosporidium apresenta diferenças significativas nos genes 
nucleares, do complexo apical e das mitocôndrias (ZHU et al., 2000). Possui 
genoma compacto, onde várias vias biossintéticas apresentam-se simplificadas ou 
desapareceram (ABRAHAMSEN et al., 2004). 
Um grande progresso nos estudos relacionados a este gênero tem ocorrido 
com o advento das técnicas moleculares, por exemplo, o sequenciamento dos 
genomas de C. parvum tipo II e de C. hominis (XU et al., 2004; ABRAHAMSEN et 
al., 2004). A maioria dos trabalhos sobre Cryptosporidium são particularmente da 
última década, merecendo destaque os estudos moleculares (XIAO, 2010). 
Estudos filogenéticos e da sequência do genoma de C. parvum, colocam em 
dúvida diversos aspectos da biologia deste parasito. Até o momento, 
Cryptosporidium é considerado um parasito intracelular obrigatório, porém estudos 
realizados in vitro demonstraram sua habilidade em realizar seu ciclo de vida sem a 
necessidade de células (HIJJAWI et al., 2004). Notáveis semelhanças entre o ciclo 
de vida de Cryptosporidium e de algumas espécies de gregarinas como Mattesia 
dispora, M. geminata e Gregarina tribolorum tem sido observadas. Os esporozoítos, 
uma vez que saem do oocisto, se transformam em trofozoítos que se agrupam 
formando os merontes de tipo I e II, destes últimos formam-se os merozoítos que 
darão origem aos estádios sexuais. Os gametócitos extracelulares de 




esporozoítos em algumas gregarinas. Cryptosporidium juntamente com estes 
protozoários apresenta movimentos de deslizamento (Figura 3) (THOMPSON et al., 
2005; PUTIGNANI & MENCHELLA, 2010). 
 
 
Figura 3. Ciclo biológico de Cryptosporidium nos enterócitos. 
FONTE: Adaptado de PUTIGNANI & MENCHELLA (2010). 
 
O ciclo biológico de Cryptosporidium é monoxeno, a principal forma de 
infecção ocorre pela ingestão da água de beber, seguida por água de recreação e 
alimentos. Após a ingestão os oocistos desencistam e os esporozoítos são liberados 
no intestino delgado e parasitam as células epiteliais do trato gastrointestinal. Nestas 
células os parasitos realizam reprodução assexuada (esquizogonia ou merogonia) e 
em seguida a reprodução sexuada (gametogonia), produzindo macrogametas e 
microgametas. Após a fecundação dos macrogametas pelos microgametas, os 
oocistos se desenvolvem e esporulam no hospedeiro infectado. Dois diferentes tipos 
de oocistos são produzidos: oocistos de parede espessa, que comumente são 
eliminados nas fezes do hospedeiro e oocistos de parede fina que estão envolvidos 
com a autoinfecção do hospedeiro (PUTIGNANI & MENCHELLA, 2010). 
Considerando que hospedeiros próximos geneticamente albergam com 




tem sido proposta para Cryptosporidium. No entanto, animais que atualmente são 
considerados reservatórios do parasito não necessariamente são aqueles em que a 
espécie evoluiu (THOMPSON et al., 2005). Como exemplo, pode ser citado o caso 
de C. meleagridis que segundo alguns autores primariamente parasitava mamíferos 
e passou a parasitar aves (HIJJAWI et al., 2004). 
Trabalhos que visem padronizar o cultivo in vitro de Cryptosporidium são 
importantes para várias linhas de pesquisa, sendo considerada a melhor forma para 
verificar a viabilidade de oocistos encontrados em amostras de água. Ainda, podem 
fornecer detalhes sobre o ciclo de vida, avaliar afinidades de Cryptosporidium com 
outros Apicomplexa, testar medicamentos e para estudos de desinfecção (HIJJAWI, 
et al., 2010). 
O desenvolvimento completo de C. parvum e C. baileyi foi realizado em 
embriões de galinha (CURRENT & LONG, 1983). A espécie C. parvum, isolada de 
humanos e bovinos, teve seu ciclo de vida realizado em células da membrana do 
corialantóide de embriões de galinha. Este modelo entrou em desuso por produzir 
poucos oocistos e pela dificuldade em separar os estágios de desenvolvimento de 
Cryptosporidium dos tecidos do hospedeiro (CURRENT & GARCIA, 1991). 
O desenvolvimento completo de Cryptosporidium tem sido observado em 
várias linhagens de células com a produção de alguns oocistos (CURRENT & 
LONG, 1983; BURAUD et al., 1991; RASMUSSEN et al., 1993; EGGLESTON et 
al.,1994; YANG et al., 1996; HIJJAWI et al., 2001; HIJJAWI, et al., 2002; 
LACHARME et al., 2004). Esta forma de cultivo (celular) para Cryptosporidium 
possui limitações, devido à morte rápida e crescimento excessivo das células 
infectadas da monocamada de células infectadas, onde ocorre reduzida proliferação 
dos estágios do ciclo de vida deste parasito (HIJJAWI et al., 2001). 
O ciclo de vida completo de Cryptosporidium (de esporozoítos a oocistos 
esporulados) em meios de cultura livres de células, foi registrado pela primeira vez 









3.4. ANÁLISE MOLECULAR E FILOGENIA 
 
Na última década a utilização de técnicas moleculares permitiu a 
identificação das espécies de Cryptosporidium, fornecendo dados mais precisos que 
foram aplicados em estudos de sistemática e ecologia, como, por exemplo, 
taxonomia, evolução biológica, genética de populações, estrutura de comunidades, 
epidemiologia e interação com seus hospedeiros. A caracterização molecular 
possibilita a detecção de variações genéticas em Cryptosporidium, fato que tem 
causado grande impacto na elucidação da sua taxonomia e na epidemiologia da 
criptosporidiose (XIAO et al., 2000; APPELBEE et al., 2005). 
Técnicas como a amplificação randômica do DNA polimórfico (RAPD) foram 
bastante utilizadas para caracterizar cepas em estudos epidemiológicos (MORGAN 
et al., 1995; MORGAN et al., 1996; MORGAN et al., 1999a; MORGAN et al., 1999). 
Nesta técnica não é necessário conhecer a sequência de DNA, pois ocorrem 
amplificações randômicas do genoma. Os fragmentos de DNA são separados por 
eletroforese e o padrão de bandas resultantes é usado como perfil genômico 
(fingerprint) para comparação das cepas (MONIS & ANDREWS, 1998). Atualmente, 
esse tipo de análise está em desuso devido a maior robustez da técnica do 
sequenciamento, o qual vem sendo amplamente utilizado em trabalhos de filogenia 
molecular trazendo elucidação e também muitos questionamentos sobre a posição 
sistemática de Cryptosporidium (GATEI et al., 2003; NG et al., 2006). 
 De acordo com a filogenia molecular (ADL, 2007) os eucariotos são divididos 
em seis grupos: 1. Opisthokonta, onde são agrupados animais, fungos, 
coanoflagelados e Mesomycetozoa; 2. Amoebozoa, que agrupa amebas, 
tecamebas, amebas flageladas e várias espécies sem mitocôndrias. 3. Excavata, 
neste grupo estão os oxymonados, parabasalis, diplomonados, jakobidos e muitos 
outros gêneros de flagelados heterotróficos, incluindo os Euglenozoa e 
Heterolobosea. 4. Rhizaria, o qual inclui os foraminíferos, a maioria dos radiolários e 
os Cercozoa que possuem filopódios e também algumas tecamebas e amebas 
flageladas. 5. Archaeplastida, neste grupo estão os Glaucophyta, algas vermelhas, 
verdes e plantas. 6. Chromoalveolata, neste grupo, estão os alveolados (ciliados, 
dinoflagelados, Apicomplexa), Stramenopiles (algas pardas, diatomáceas, alguns 




O clado Chromoalveolata é derivado da simbiose de um ser heterotrófico 
fagotrófico com uma alga vermelha fotossintetizante eucariota. Os plastídeos foram 
secundariamente perdidos em muitas linhagens. No entanto, há ainda muitas 
incertezas com relação à subdivisão destes seis grandes clados, destes dois 
merecem especial atenção os Chromoalveolata e os Excavata (SIMPSON & 
ROGER, 2002). Neste tipo de classificação não são adotadas categorias 
hierárquicas, com o intuito de evitar que um pequeno grupo de organismos ou 
mesmo um único organismo, tragam uma cascata de modificações no sistema de 
classificação, fato que torna esta forma de abordagem mais flexível e fácil de sofrer 
modificações. Nesta classificação, o parasito Cryptosporidium é agrupado com os 
gêneros Cyclospora, Eimeria e Hepatozoon (ADL et al., 2007). 
De acordo com o projeto “Tree of Life” (http://tolweb.org/tree/), o qual resulta 
da soma de esforços de pesquisadores que contribuem com informações sobre 
história evolutiva (filogenia), os Apicomplexa, Dinoflagelados e Ciliados são 
classificados como Alveolata, juntamente com o recém-descoberto Chromera velia, 
um organismo que compartilha muitas semelhanças com o grupo Apicomplexa (LEE 
et al., 2000, MOORE et al., 2008). 
Análises da subunidade menor do rRNA (RNA ribossômico) confirmaram 
que o grupo Apicomplexa está mais estreitamente relacionado com os 
dinoflagelados, os quais apresentam flagelos (VAN PEER & DE WACHTER, 1997; 
FAST et al., 2002). 
Mais recentemente, investigações de genes plastidiais indicaram uma relação 
mais íntima com o filo Chromerida (MOORE et al., 2008). Além disso, 18 genes 
plastidiais foram encontrados em comum entre a linhagem dos alveolados e das 
algas vermelhas, confirmando a ancestralidade entre estas algas e os Apicomplexa 
(JANOUSKOVEC et al., 2010). 
Cryptosporidium é tradicionalmente considerado membro dos coccídios, no 
entanto, evidências filogenéticas mostram grande afinidade com gregarinas (ZHU et 
al., 2000; LEANDER, 2007a). Alguns achados moleculares sugerem uma relação 
ancestral de Cryptosporidium e bactérias do gênero Helicobacter (FAYER, 2004). 
Estes dados indicam que Cryptosporidium durante sua evolução divergiu tanto dos 
coccídios, como de quase todos os membros do filo Apicomplexa (TENTER et al., 




Cryptosporidium, não ajudou a resolver esse problema, mas demonstrou que 
Cryptosporidium tem posição única, não podendo ser incluído no mesmo grupo de: 
Plasmodium, Theileria, Babesia, Eimeria, Toxoplasma e Neospora (Figura 4). Há 
necessidade de mais dados comparativos de gregarinas, grupo a partir do qual 
Cryptosporidium pode ter evoluído. Portanto, Cryptosporidium não deve ser 
classificado como um coccídio. Sua posição exata dentro do grupo Apicomplexa 
ainda está incerta (RUECKERT et al., 2011; SLAPETA, 2013). Para caracterizar a 
diversidade dentro das espécies C. parvum e C. hominis, a técnica mais comumente 
utilizada é a análise por microssatélites. Os loci hipervariáveis também são úteis 
como ferramentas de fingerprint, para fornecer marcadores para identificação de 
cepas. Os microssatélites ou SSR (Simple Sequence Repeat), de dois a quatro 
nucleotídeos de tamanho, estão dispersos no genoma da maioria dos organismos e 
presentes em todos os organismos eucariotos (CACCIÒ et al. 2000; CACCIÒ et al., 
2001; LEONI et al., 2007; MATTSSON et al., 2007). 
Figura 4. Árvore filogenética hipotética do grupo Apicomplexa. Os três principais grupos parasitos 
estão em cores e seu ciclo de vida indicado, bem como Cryptosporidium o qual emerge das 
gregarinas. O número de ramos e sua espessura indicam diversidade (número de espécies). 





3.5. PATOGENIA, SINTOMATOLOGIA E TRATAMENTO 
 
O modo como Cryptosporidium causa diarreia ainda não é conhecido (BIRD, 
1980). Vários mecanismos são sugeridos, como: rompimento de microvilosidades 
levando a diminuição da área de superfície e redução da absorção intestinal e 
digestão, a presença de enterotoxina produzida pelo parasito ou pelo hospedeiro e 
fatores de adesão afetando a fixação do parasito nas células hospedeiras 
(ARGENZIO et al., 1993; FAYER et al., 1997). 
A criptosporidiose é entendida como uma infecção entérica humana de 
considerável incidência tanto em países desenvolvidos, como naqueles em 
desenvolvimento, pois pode causar a diarreia, trazendo problemas de absorção e 
secreção intestinal (FARTHING, 2000).  
Cryptosporidium é considerado a principal causa de diarreia dentre as 
enfermidades parasitárias registradas em crianças de países em desenvolvimento, 
particularmente antes dos dois anos de idade. Aproximadamente 12% dos casos de 
diarreia, nestes países, podem ser causados por este parasito (CHEN et al., 2002). 
Um estudo sugere possível predisposição genética à criptosporidiose em crianças 
de Bangladesh, portadoras dos alelos B*15 HLA e DQB1*0301HLAII (KIRKPATRICK 
et al., 2008). 
O gênero Cryptosporidium está classificado em segundo lugar entre os 
patógenos causadores de diarréia severa e morte de crianças menores de dois anos 










Figura 5. Incidência de agentes causadores de diarreia severa em crianças no mundo. 





A criptosporidiose apresenta como sintomatologia diarreia aguda que pode 
ser acompanhada de dor abdominal. Podem ocorrer náuseas, vômitos, inapetência, 
perda de peso, febre, problemas respiratórios e a perda intensa de líquidos provoca 
desidratação severa (TZIPORI & WARD, 2002; FAHEY, 2003; FAYER, 2004). As 
fezes podem apresentar muco, porém a presença de sangue e leucócitos é rara, por 
se tratar de uma diarreia não inflamatória (FAHEY, 2003). A duração e intensidade 
dos sintomas clínicos são variáveis (FAYER, 2004) dependendo da idade e do 
estado imunológico da pessoa infectada (CHEN et al., 2002) mas também da 
virulência da cepa do parasito (FAHEY, 2003). Em pessoas imunocompetentes a 
criptosporidiose é assintomática ou auto-limitada podendo persistir de sete a dez 
dias, até algumas semanas (CHEN et al., 2002). Já em indivíduos imunodeprimidos, 
por causas diversas, pode evoluir para uma forma crônica durando meses ou anos. 
Em pacientes com SIDA a criptosporidiose é potencialmente grave, podendo o 
parasito ser encontrado fora do intestino, como por exemplo: pulmões, fígado, 
pâncreas e estômago (FARTHING, 2000), e nestes casos a mortalidade pode 
chegar a 50 %. 
Em humanos voluntários infectados experimentalmente, por Cryptosporidium 
parvum foram detectados anticorpos da mucosa intestinal (IgA - imunoglobulina A) 
fecal anti-Cryptosporidium (DANN et al., 2000). Alguns autores sugerem que 
indivíduos com anticorpos pré-existentes para Cryptosporidium podem ser 
parcialmente protegidos e apresentar sintomas mais discretos (MOSS et al., 1998; 
CHAPPELL et al., 1999; FROST et al., 2005).  
Em animais domésticos, a infecção geralmente ocorre entre a primeira e 
quarta semanas de vida. A duração da sintomatologia é de aproximadamente duas 
semanas e os sinais clínicos predominantes tanto nos animais de estimação, quanto 
nos animais de produção é uma diarreia profusa, que pode levar à morte por 
desidratação (OLSON et al., 2011). 
A gravidade da criptosporidiose varia dependendo do grau de 
imunodepressão dos indivíduos. Em pacientes com contagem de células CD4+ 
acima de 180 células/mm3, a infecção pode ser assintomática ou ocorrer diarreia 
branda. Entretanto, em pacientes com contagem de células CD4+ abaixo de 50 





Desde a descoberta da criptosporidiose, pouco progresso tem ocorrido no 
desenvolvimento de tratamentos eficazes (TZIPORI & WIDMER, 2008). 
O tratamento para a criptosporidiose não pode ser considerado eficiente e 
confiável e a localização deste parasito nas células é, provavelmente, a grande 
responsável pela resistência às drogas utilizadas até o momento. Em indivíduos 
imunocompetentes o tratamento é baseado na rehidratação e reposição de sais. Em 
indivíduos imunodeprimidos utiliza-se terapia antiretroviral, visando um aumento na 
produção de linfócitos CD4 e levando a uma melhora clínica e redução da 
eliminação de oocistos nas fezes. Em alguns casos podem ser ministradas drogas 
antiparasitárias como paramomicina, azitromicina e nitazoxanida (ABUBAKAR et. al., 
2007; HONG et al., 2007). 
De acordo com MEAD (2014) o entendimento das relações parasito-
hospedeiro e dos elementos essenciais das respostas imunes nas infecções por 
Cryptosporidium levará ao desenvolvimento de efetivas imunoterapias ou vacinas. O 
aumento de informações referentes ao genoma do parasito poderá ajudar a 
caracterizar antígenos e potenciais candidatos à vacina.  
 
3.6. DIAGNÓSTICO PARA Cryptosporidium 
 
O diagnóstico confirmatório da criptosporidiose é feito por meio de técnicas 
laboratorias, que permitem a observação de oocistos presentes nas fezes de 
humanos e animais. As técnicas de rotina são baseadas em métodos de 
concentração dos oocistos do parasito e têm como princípio a flutuação ou a 
centrífugo-sedimentação. As técnicas de concentração de oocistos mais comuns 
são: flutuação em solução saturada de açúcar, solução de sulfato de zinco ou de 
cloreto de sódio saturado e sedimentação por meio de éter-formalina e acetato-
formalina (CURRENT & GARCIA, 1991; KAR et al., 2011). 
O método de coloração ácido resistente continua sendo o mais utilizado para 
a identificação de oocistos de Cryptosporidium (FAHEY, 2003), devido ao baixo 
custo, fácil execução e utilização de microscópio óptico comum. Duas técnicas de 
coloração são utilizadas: Kinyoun e Ziehl-Neelsen (XIAO & CAMA, 2006). Os fatores 
limitantes destas duas técnicas são o tamanho reduzido dos oocistos (4-8 µm), que 




resultados falso-positivos o que demonstra a importância de um técnico de 
laboratório treinado (FAHEY, 2003).  
Métodos imunológicos também podem ser utilizados para o diagnóstico da 
criptosporidiose e apresentar vantagens sobre a microscopia óptica baseada em 
colorações tradicionais. A técnica de imunofluorescência direta (IFD) utiliza 
anticorpos monoclonais conjugados com isotiocianato de fluoresceína que 
reconhecem epítopos específicos presentes na superfície dos oocistos. Apresenta 
alta especificidade (96 a 100%) e alta sensibilidade (98,5 a 100%) na detecção de 
oocistos de Cryptosporidium presentes nas fezes ou em amostras ambientais) água, 
solo) (JEX et al., 2008). 
Técnicas sorológicas são menos utilizadas. Anticorpos específicos são 
detectados por imunofluorescência indireta (IFI), no soro de pessoas que tiveram a 
infecção. Imunoglobulinas M e G (IgM e IgG) anti-Cryptosporidium específicas 
podem ser detectadas pelo método imunoenzimático (ELISA) (CURRENT & 
GARCIA, 1991; SMITH & NICHOLS, 2010). Este método pode ter grande 
importância em estudos epidemiológicos (FAHEY, 2003). 
Devido ao fato de Cryptosporidium infectar vários animais e, os seus oocistos 
estarem presentes no ambiente, os seres humanos podem infectar-se de várias 
maneiras, tais como: contato direto (pessoa-pessoa), por meio de animais 
(transmissão zoonótica) e ainda pela ingestão de alimentos e água contaminados 
com o parasito. A importância de cada um destes modos de transmissão da 
criptosporidiose ainda não está completamente estabelecida e as técnicas 
tradicionais de microscopia utilizadas para o seu diagnóstico não permitem 
determinar com precisão a origem da contaminação (XIAO, 2010). 
Métodos moleculares para detecção do DNA do parasito apresentam 
sensibilidade e especificidade maiores que as da observação microscópica e podem 
ser empregados tanto no diagnóstico das infecções quanto no monitoramento da 
contaminação ambiental. Sondas de DNA (espécie-específica ou gênero-específica) 
foram utilizadas para detectar Cryptosporidium em tecidos do trato gastrintestinal de 
serpentes (RICHTER et al., 2008a; RICHTER et al., 2008b), em amostras de água 
(TAGUCHI et al., 2006) e para determinar a viabilidade de oocistos presentes em 




A Reação em Cadeia da Polimerase (PCR) tem sido muito utilizada, bem 
como suas variações. Uma das variações, PCR-multiplex, utiliza dois ou mais pares 
de iniciadores, para identificação de espécies ou gêneros de organismos presentes 
em uma mesma amostra e em uma única reação de PCR. A Nested-PCR (N-PCR) é 
um método sensível de PCR no qual o produto amplificado (amplicon) é submetido a 
um segundo processo de amplificação utilizando um conjunto de iniciadores 
homólogos a sequências internas do segmento amplificado. Este procedimento torna 
a reação da PCR mais específica e sensível. Outra variação da PCR tradicional é a 
PCR em tempo real, em que os resultados podem ser observados enquanto a 
reação ocorre desta forma, a amplificação e a quantificação da amplificação são 
mensuradas simultaneamente. Estas técnicas podem ser utilizadas para a 
quantificação de oocistos de Cryptosporidium em amostras clínicas ou ambientais 
(HAQUE et al., 2007; PARR et al., 2007; TEM-HOVE et al., 2007; MINAROVICOVÁ 
et al., 2009; BRUIJNESTEIJN VAN COPPENRAET et al., 2009; GARCÉS-
SANCHEZ et al., 2009). 
A PCR-RFLP é um método utilizado para detectar mínimas variações num 
gene em que uma única substituição de base pode criar um sítio que será digerido 
pela enzima de restrição endonuclease. Na PCR-RFLP, a PCR é usada para 
amplificar a região do gene de interesse e os produtos da amplificação (amplicons) 
são digeridos por enzimas e analisados em gel de agarose ou de poliacrilamida por 
eletroforese. Esta técnica vem sendo utilizada para a detecção e diferenciação de 
espécies e/ou genótipos de Cryptosporidium (XIAO et al., 1999; GUYOT et al., 2002; 
LEONI et al., 2007; ARAÚJO et al., 2008; PIRESTANI et al., 2008; QUÍLEZ et al., 
2008a; LUPO et al., 2008; ZAVVAR et al., 2008; WALDRON et al., 2009; ZINTL et 
al., 2009).  
Uma revisão dos trabalhos mais recentes sobre genotipagem de 
Cryptosporidium revelou a utilização de ferramentas moleculares baseadas no rRNA 
(SSU) em 100 dos 116 artigos encontrados. A subunidade do rRNA (SSU) vem 
sendo usada para a identificação de genótipos de Cryptosporidium encontrado em 
humanos, animais e em amostras de água. Em particular, a técnica de PCR-RFLP 
que marca um fragmento de DNA de aproximadamente 830 pb (pares de bases) é 




O uso rotineiro do gene rRNA (SSR) na genotipagem de Cryptosporidium 
deve-se ao imenso número de cópias naturalmente encontradas deste gene e da 
presença de regiões semi-conservadas e hipervariáveis, que facilitam o 
desenvolvimento de iniciadores gênero-específicos. Ferramentas moleculares 
baseadas em outros genes foram desenvolvidas, porém, tiveram considerável 
redução de sua utilização nos últimos anos (XIAO et al., 2000). Como exemplo, pode 
ser citada a técnica baseada no gene da proteína da parede do oocisto de 
Cryptosporidium (COWP), que apresentou baixa especificidade na genotipagem das 
espécies de Cryptosporidium (GIANGASPERO et al., 2006; PAZIEWSKA et al., 
2007; TRAVERSA et al., 2008). Técnicas moleculares para a identificação de 
subtipos de Cryptosporidium são usadas em estudos de transmissão de C. hominis 
em humanos e C. parvum em humanos e ruminantes. Uma das técnicas mais 
populares é a análise da sequência do DNA da glicoproteína 60 kDa (gp60, também 
denominada gp4015) devido ao fato de apresentar sequências semelhantes a de 
microssatélites, com repetições do código do trinucleotídeo da serina (SULAIMAN et 
al., 2005). 
O recente sequenciamento dos genomas de C.parvum e C. hominis permitiu a 
identificação de sequências de microssatélites e minissatélites nestas espécies, 
além da identificação de alto polimorfismo entre elas, as quais são utilizadas em 
análises de multilocus para aumentar a acurácia da subtipagem. Duas técnicas são 
utilizadas na subtipagem. Uma de tipagem em multilocus (MLT), em que variações 
em microssatélites e minissatélites são aferidas com base nas variações do 
comprimento dos fragmentos de DNA, por meio de eletroforese em gel de 
poliacrilamida ou tecnologia de GeneScan (MORRISON et al., 2008) e outra técnica, 
denominada sequência de tipagem de multilocus (MLST), que se fundamenta na 
detecção de heterogeneidade genética por sequenciamento do DNA amplificado 
pela PCR (CAMA et al., 2006b). Estas técnicas são utilizadas em estudos de 
genética de populações e distribuição geográfica de C. hominis e C. parvum 
(MORRISON et al., 2008). 
 Muitos são os avanços realizados e técnicas desenvolvidas para a 
identificação de Cryptosporidium, porém, estas são utilizadas em escala 
experimental, nos laboratórios de pesquisa. Seus insumos são caros e requerem 




sentido, o desenvolvimento de técnicas mais rápidas e baratas, poderia auxiliar na 
realização de diagnósticos em larga escala, nos laboratórios de diagnósticos clínicos 
e de empresas de tratamento de água. Diante disso, pode ser citada a técnica LAMP 
(Loop Mediated Isothermal Amplification) a qual pode ser considerada uma grande 
promessa em diagnóstico rápido para a criptosporidiose e outras doenças 
parasitárias. Esta técnica é mais rápida, nela são utilizados 6 iniciadores e não há 
necessidade de um termociclador. Os resultados podem ser observados em 
aproximadamente uma hora, sem precisar da confecção de géis para observação da 
positividade da reação, aqueles podem ser observados por meio do turvamento do 
meio ou pela mudança de cor utilizando-se o fluorógeno SYBR green I (PARIDA et 
al., 2008). 
 Nos últimos anos a imunocromatografia em kits de teste rápido, para 
detecção qualitativa de Cryptosporidium em amostras de fezes, tem sido utilizada 
em larga escala nos países desenvolvidos, inclusive, alguns destes testes são 
simultâneos para a detecção de Cryptosporidium e Giardia. Algumas marcas estão 
disponíveis no mercado (RIDA® QUICK Cryptosporidium/Giardia Combi), porém nos 
países em desenvolvimento este tipo de diagnóstico ainda não foi popularizado. 
 
3.7. EPIDEMIOLOGIA E PREVENÇÃO 
 
Os oocistos de Cryptosporidium apresentam diâmetro de 4 a 8 µm e podem 
permanecer viáveis por longo período no ambiente (CAREY et al., 2004). O fato de 
ser eliminado do hospedeiro já infectante, o baixo número de oocistos necessários 
para infectar os organismos e ainda, o seu considerável potencial zoonótico 
contribuem para que Cryptosporidium seja considerado um protozoário de interesse 
em saúde pública (DILLINGHAM et al., 2002). 
A transmissão do parasito de forma indireta ocorre pela ingestão de água 
potável contaminada com oocistos, sendo esta, a via mais comum de infecção. 
Muitos surtos ocorrem na América do Norte associados a parques aquáticos e 
piscinas públicas (SMITH & NICHOLS, 2010). A transmissão direta entre os 





Historicamente, surtos de criptosporidiose estão associados à ingestão de 
água de consumo e de recreação contaminadas com o parasito. No mundo, dos 325 
surtos registrados associados ao consumo de água contaminada com protozoários 
causadores de doenças, Karanis et al. (2007) observaram que Cryptosporidium foi 
responsável por 50,8 % (165) deles.  
A maior demanda por alimentos no mundo, associada à globalização e 
rapidez na entrega, aumenta a possibilidade de contaminação de alimentos com 
oocistos de Cryptosporidium. Aproximadamente, 10% dos casos de criptosporidiose 
nos EUA são decorrentes da ingestão de alimentos contaminados. A contaminação 
de frutas, vegetais e frutos do mar com oocistos de Cryptosporidium merece 
destaque uma vez que estes alimentos são consumidos crus (SMITH et al., 2006). É 
importante ressaltar que alguns alimentos, como os frutos do mar, têm a 
característica de acumular contaminantes presentes na água, portanto, a 
identificação de oocistos de Cryptosporidium nestes alimentos constitui uma questão 
de Saúde Pública (TAMBURRINI & POZIO, 1999; DOWNEY & GRACZYK, 2007).  
A prevalência da criptosporidiose é mais baixa em países desenvolvidos, 
nos quais a população tem acesso aos serviços de saneamento ambiental de melhor 
qualidade, bem como a água de beber (FAYER, 2004). De acordo com dados do 
Banco Mundial, 4 bilhões de pessoas no mundo vivem sem rede de esgoto e 2,4 
bilhões vivem sem qualquer forma de saneamento básico e diante desta realidade, a 
diarreia é responsável por 4% das mortes no mundo (WHO, 2008). Apesar do 
progresso no sentido da melhoria das condições sanitárias ambientais, o acesso ao 
saneamento básico e água potável para bilhões de pessoas, tem sido desigual, 
devido a diferenças geográficas, socioculturais e econômicas. Há uma evolução 
pequena destas melhorias em saneamento entre os grupos marginalizados e 
vulneráveis. Em 2014 a WHO criou uma agenda de desenvolvimento pós-2015 com 
desafios associados a esses esforços, a fim de reduzir a mortalidade associada ao 
consumo de água de baixa qualidade (WHO/UNICEF, 2014). Cryptosporidium 
apresenta capacidade de infectar todos os grupos de animais vertebrados. A 
espécie C. parvum é considerada aquela que possui maior potencial zoonótico e 
grande responsável por quadros de diarreia grave em animais de criação recém-
nascidos, com consequentes perdas econômicas. C. parvum também tem 




(SMITH et al.,1995). Fatores estressantes presentes no ambiente reduzem a 
sobrevivência dos oocistos de Cryptosporidium, como, por exemplo: dessecação, 
temperatura e pH extremos, luz ultravioleta e exposição a fluidos biológicos (amônia 
presente na urina). Estes fatores estão sendo testados principalmente para o 
tratamento de água de consumo. Pereira et al. (2008) avaliaram a eficácia de 
inativação de oocistos de C. parvum, pelos seguintes compostos químicos: ácido 
hipocloroso, dióxido de cloro e ozônio. O ozônio foi o único composto químico que 
inativou 100 % dos oocistos, neste mesmo artigo, os autores sugerem a utilização 
de ozônio para os processos de desinfecção da água de abastecimento no Brasil. 
Existem poucos registros de surtos de criptosporidiose associados ao 
consumo de alimentos, provavelmente devido à falta de investigação e de 
ferramentas adequadas. São identificadas duas formas básicas de contaminação 
dos alimentos associadas a surtos: fatores associados aos humanos (manipuladores 
de alimentos) e fatores não associados aos humanos (consumo de vegetais crus e 
bebidas geladas feitas com água contaminada) (SMITH & NICHOLS, 2010). Até o 
ano de 2010 houve registro de nove surtos de criptosporidiose no mundo associados 
a alimentos contaminados (Quadro 2). 









160 Maçã desidratada Maçãs caídas 
contaminadas com 
fezes de bezerros 
NA* 
25 Maçã desidratada Água utilizada para 
lavar as maçãs 
NA 
15 Salpicão Manipulador de 
alimentos 
NA 
48 crianças de 
escola 
Leite de vaca 
oferecido na escola 
Falha no processo 
de pasteurização 
NA 
54 Não identificado - C. hominis 






8 crianças Leite de vaca Falhas no processo 
de pasteurização 
NA 
12 Maçãs Água utilizada para 
lavar as maçãs 
C. parvum 
15 Molho servido em 
restaurante de 
hotel 
Salsa picada fresca 
adicionada após o 
cozimento 
NA 




 A criptosporidiose é adquirida por meio da ingestão de oocistos, portanto 
deve-se investir em medidas sanitárias preventivas para a redução da transmissão 
de Cryptosporidium. A remoção deste parasito da água continua sendo um grande 
desafio, inclusive para os países com avançadas tecnologias. Os processos de 
desinfecção da água de beber utilizados atualmente, na maioria dos países, não são 




Figura 6. Descrição dos modos de transmissão de Cryptosporidium. Após a ingestão (ou inalação) 
por um hospedeiro suscetível, ocorre o desencistamento (1). Os esporozoítos liberados invadem as 
células epiteliais do trato gastrointestinal ou outros tecidos, completando o ciclo produzindo oocistos 
que saem do hospedeiro (2) e são liberados no ambiente (3). A transmissão de Cryptosporidium 
ocorre principalmente por ingestão de água contaminada, alimentos e contato pessoa-a-pessoa (4). A 
transmissão zoonótica de Cryptosporidium parvum ocorre por meio da exposição a animais 
infectados ou contato com água contaminada por fezes desses animais.  
FONTE: Adaptado de PUTIGNANI & MENCHELLA (2010). 
 
 Para controle das infecções por Cryptosporidium pela ingestão de alimentos, 
medidas como o aquecimento (69 ºC) destes são interessantes (HARP et al., 1996). 
Com relação aos animais de criação, principalmente em grande escala, há 




 Os seres humanos, principalmente os imunodeprimidos, devem ter boas 
práticas de higiene, evitar banhar-se em águas de piscinas públicas, consumir água 
de boa qualidade e evitar contato com animais jovens. Em hospitais, laboratórios 
comerciais e de pesquisas deve haver cuidado extremo com os resíduos resultantes 
das atividades neles desenvolvidas. 
 Lal et al. (2013) enfatizaram a significativa influência das mudanças climáticas 
e dos padrões de uso do solo sobre a incidência da criptosporidiose e da giardíase. 
Estes autores ressaltam que o aumento da temperatura e a variabilidade dos 
padrões de precipitação, juntamente com a intensificação do uso de terras agrícolas, 
em especial para a criação de gado, associados a fatores sociais e demográficos, 
aumentam a exposição de seres humanos e animais a estes patógenos (Figura 7). 
 
 
Figura 7. Diagrama mostrando os fatores ambientais e sociais que influenciam a incidência de 
giardíase e criptosporidiose. Determinantes distais influenciam determinantes proximais que, por sua 
vez, modificam o ciclo de transmissão da doença de maneira que podem alterar seu risco. O ciclo de 
transmissão da doença inclui animais hospedeiros e reservatórios ambientais. Intervenções 
funcionam em múltiplos níveis: ecológicas e sociais para reduzir a carga de patógenos no ambiente, 
muitas vezes ao nível global (por exemplo, as políticas de uso da terra e atenuação das alterações 
climáticas), de saúde pública para reduzir a exposição da população a elementos patogênicos e nível 
individual, intervenções clínicas (cuidados em saúde primária e serviços de diagnóstico). 






3.8. CRIPTOSPORIDIOSE EM ANIMAIS DE PRODUÇÃO E CRIAÇÃO 
 
 O gado bovino pode ser infectado por quatro espécies de Cryptosporidium: C. 
parvum, C. andersoni, C. bovis e C. ryanae. Estudos realizados nos EUA indicam 
que existe uma associação entre a idade do animal infectado e a espécie de 
Cryptosporidium. No gado leiteiro, C. parvum é mais frequentemente encontrado em 
bezerros não desmamados, C. bovis e C. ryanae em bezerros desmamados e C. 
andersoni em gado adulto (FAYER et al., 2006, FAYER et al., 2007; SANTIN et al., 
2008). 
 Um estudo conduzido na Austrália sugere que C. parvum está na maioria dos 
casos ausente em ovelhas. Porém C. bovis e o genótipo do Cryptosporidium 
encontrado em cervídeos são os mais comumente encontrados nestes animais 
(RYAN et al., 2005b). Estes dados são confirmados por estudos realizados nos EUA, 
Reino Unido, Bélgica e Tunísia (SANTIN et al., 2007; SOLTANE et al., 2007; ELWIN 
& CHALMERS, 2008; GEURDEN et al., 2008b). Entretanto, alguns estudos no Reino 
Unido e na Espanha mostram ocorrência exclusiva ou dominante de C. parvum em 
cordeiros (PRITCHARD et al., 2008; MUELLER-DOBLIES et al., 2008; QUILEZ et 
al., 2008). Nestes estudos, o genótipo do Cryptosporidium encontrado em cervídeos 
e C. parvum são mais prevalentes que C. bovis. No entanto, parecem existir 
algumas diferenças de distribuição geográfica entre as espécies de Cryptosporidium. 
Resultados de um estudo, também desenvolvido na Austrália, demonstraram que a 
dificuldade em identificar C. parvum em cordeiros foi devido a uma melhor detecção 
das espécies dominantes em amostras com populações mistas de parasitos por 
meio da PCR baseada em rRNA SSU (YANG et al., 2011). Existem poucos estudos 
sobre genotipagem de Cryptosporidium detectado em cabras. Em um estudo na 
Bélgica, C. parvum foi a única espécie encontrada em cabritos (GEURDEN et al., 
2008b). C. bovis e um novo genótipo de Cryptosporidium foram encontrados em dois 
cabritos na China (KARANIS et al., 2007b). 
 Outro estudo, desenvolvido na Austrália registrou a ausência de C. parvum 
em porcos e a presença de C. suis e de Cryptosporidium genótipo II em porco 
(RYAN et al., 2003b). Dois estudos mostram ainda que C. suis infecta 




mais frequentemente encontrado em leitões desmamados (LANGKJAER et al., 
2007; JOHNSON et al., 2008). 
Abeywardena et al. (2013) conduziram um estudo de caracterização 
molecular de Cryptosporidium e Giardia encontrados em búfalo asiático (Bubalus 
bubalis) em duas fazendas de criação extensiva na Austrália, e o parasito 
Cryptosporidium foi encontrado nas duas fazendas, sendo a espécie identificada 
como C. parvum. Este foi considerado o primeiro registro para a espécie de 
hospedeiro em questão. 
 São escassos os estudos que assinalam a presença de espécies de 
Cryptosporidium em outros animais de criação, contudo, foi citada a infecção em 
cavalos (CHALMERS et al., 2005; GRINBERG et al., 2008a) e em alpacas 
(STARKEY et al., 2007; TWOMEY et al., 2008). 
 No Brasil, a maioria dos trabalhos trata da criptosporidiose em animais de 
criação, como por exemplo, Sevá et al. (2010) que analisaram, por meio de técnicas 
moleculares, fezes de gado bovino, equinos, porcos, ovelhas e cachorros em São 
Paulo, com prevalências variando de 3 % a 10,7 %. Os últimos trabalhos realizados 
no Brasil tratam da ocorrência e caracterização molecular de Cryptosporidium em 
gado bovino (FIUZA et al., 2011a), ovelhas (FIUZA et al., 2011b) e bezerros 
(MEIRELES et al., 2011). 
3.9. CRIPTOSPORIDIOSE EM ANIMAIS SILVESTRES 
Poucos trabalhos sobre criptosporidiose são realizados com animais de vida 
livre, tanto em ambiente silvestre quanto urbano, bem como, lojas de venda de 
animais e com animais mantidos em centros de vida selvagem e zoológicos. Mais 
raros ainda, são estudos em que há abordagem dos aspectos moleculares, 
prevalência e dinâmica da criptosporidiose. Feng (2010) realizou um trabalho de 
revisão sobre a presença de Cryptosporidium em mamíferos placentários silvestres. 
O autor ressalta a importância do advento dos estudos moleculares trazendo mais 
informações sobre especificidade de hospedeiros, potencial de transmissão das 
diferentes espécies e genótipos entre os animais e entre animais e os seres 
humanos. Também enfatiza que o protozoário Cryptosporidium pode tornar-se um 
importante problema em saúde pública, pelo fato de seus oocistos causarem 
contaminação ambiental. O Quadro 3 mostra os trabalhos realizados sobre a 




Quadro 3. Prevalência de Cryptosporidium em animais silvestres, em diversas 
reservas e parques de vida livre do mundo. São identificados o local de coleta das 
amostras fecais, métodos utilizados e resultados obtidos. 










Prevalência de 11,3 % 
(15/133). Identificados 
os genótipos BTP1 e 
BTP2  
Hill et al. 
(2008) 
Gorilla gorilla gorilla 
(Gorila) 
Parque Nacional 





 ZN, IMF Prevalência 19 % e 0 % 
respectivamente 
Van et al. 
(2010) 
Loxodonta africana 
(elefante), Syncerus caffer 





ZN, IMF 25,8 %, 5,5 % e 4,3 % 
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Abu Samra 
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Yang et al. 
(2011) 
Capreolus capreolus 









Aves em lojas de animais China Sheather
PCR, 
seq. 
 8,1% (35/434)  
Sheather. 
51,4 % (18/35) C. 
baileyi; 14,3 % (5/35) C. 
galli; 8,65 % (3/35) C. 
meleagridis; 8,6 % 
(3/35) Genótipo aviário 
III e 17,1 % (6/35) 
genótipo aviário V 
Qi et al. 
(2011) 
Vulpes vulpes (raposa 
vermelha e Ursus arctos 
(urso-marrom) 
Slováquia Teste de 
Elisa 
Prevalência de 38,7 % 
(24/62) e 55,6 (35/63) 
respectivamente 
Ravaszova 
et al. (2012) 
Loxodonta africana 
(elefante), Syncerus caffer 
(búfalo) e Aepycerus 
melampus (impala) e Bos 






 Elefantes 0 % (0/72), 
búfalo 2,8 % (2/71) C. 
ubiquitum e C. bovis, 
impala 2,8 % (2/71) C. 
ubiquitum, boi 4/51-8 % 
(C. andersoni e C. 
bovis). Animais 
selvagens 214/4 – 2,8 % 
Abu Samra 
et al. (2013) 













IMF 25 % para ambos os 
primatas.  
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arivo et al. 
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Quadro 3. Prevalência de Cryptosporidium em animais silvestres, em diversas reservas e 
parques de vida livre do mundo. São identificados o local de coleta das amostras fecais, 
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Alegria (RS) ZnSO4 2 animais amostrados 
e positivos  





Sul e Porto 
Alegre (RS) 
ZnSO4 2 animais amostrados 
1 positivo 












98 amostras 3 
positivas 
Lallo et al. 
(2009) 
Aves Silvestres São Paulo  PCR 6,6 % Sevá et al., 
(2011) 
Legenda: IMF-imunofluorescência; Seq-sequenciamento; ZN-coloração de Ziehl-Neelsen; ZnSO4-
Centrífugo-flutuação em ZnSO4. 
FONTE: A AUTORA, 2014. 
 
Os dados apresentados no Quadro 3 comprovam a carência de trabalhos 
relativos à criptosporidiose em animais silvestres, principalmente no Brasil. A falta de 
informação é preocupante, com relação ao manejo de animais em áreas de proteção 
ambiental. Alguns trabalhos realizados em outros países trazem uma abordagem 
molecular com a identificação das espécies de Cryptosporidium envolvidas nas 
infecções, sendo, desta forma, possível realizar inferências relativas a aspectos 
epidemiológicos desta parasitose em ambientes naturais. Já no Brasil, há apenas 
dois trabalhos utilizando técnicas moleculares, os demais se baseiam em técnicas 
que não permitem a identificação da espécie envolvida, portanto, tratam de relatos 
de caso de infecção por Cryptosporidium em animais silvestres, sem fazer qualquer 
tentativa de inferências epidemiológicas, de identificação de fontes de infecção ou 










3.10. CRIPTOSPORIDIOSE EM ANIMAIS MANTIDOS EM CENTROS DE TRIAGEM 
E ZOOLÓGICOS DO MUNDO 
 
Alguns trabalhos foram realizados sobre prevalência, hospedeiros e dinâmica 
de transmissão de Cryptosporidium em animais mantidos em cativeiro. São 
exemplos: o Zoológico de San Diego (HEUSCHELE et al., 1986), de Barcelona 
(GOMEZ et al., 1992; GOMEZ et al., 1996; GOMEZ et al., 2000; GRACENEA et 
al.,2002), de Praga (RYAN et al., 2003a), de Lisboa (ALVES et al., 2005), do Japão 
(MATSUBAYASHI et al., 2005), de Kuala Lumpur-Malásia (ROHELA et al., 2005; 
LIM et al., 2008), da Argentina (VENTURINI et al., 2006), de Peña Escrita-Espanha 
(PÉREZ CORDÓN et al., 2008), da Bélgica (GEURDEN et al., 2009), Zoo Safari de 
Fasano e Zoológico de Pistóia-Itália (FAGIOLINI et al., 2010; PAPINI et al., 2012), 4 
Zoológicos da República Tcheca (KODÁDKOVÁ et al., 2010) e Centro de Resgate 
Animal de Zhengzhou-China (WANG et al., 2011). 
Zoológicos, parques de conservação e centros de reabilitação de animais 
silvestres são ideais para o estudo da criptosporidiose devido à quantidade de 
espécies animais que podem ser estudadas ao mesmo tempo, sem necessidade de 
grandes deslocamentos. Além disso, a alta densidade de animais associada ao 
estresse do cativeiro pode aumentar a suscetibilidade a doenças. Este tipo de 
estudo é importante para embasar planos de manejo em zoológicos.  
 No Zoológico de Barcelona foram realizados estudos em 14 espécies de 
primatas e 21 espécies de herbívoros, tendo sido encontrado Cryptosporidium em 
todas as espécies amostradas (GOMEZ et al., 1992; GRACENEA et al., 2002). Os 
autores discutem que a prevalência deste parasito em primatas está relacionada às 
características físicas (proximidade) dos recintos onde eles são mantidos (FALL et 
al., 2003).  
 No Zoológico de Praga onze espécies de mamíferos silvestres foram positivas 
para Cryptosporidium. Com a aplicação de técnicas moleculares (PCR) verificou-se 
que estes mamíferos albergavam quatro diferentes espécies ou genótipos do 
parasito, sendo a maioria infectada por C. parvum (RYAN et al., 2003a). Portanto, 
estudos moleculares em Cryptosporidium provenientes de animais silvestres, são 
importantes para refinar o conhecimento dos potenciais hospedeiros, dinâmica de 




 Cabral et al. (2001) realizaram coleta de fezes de animais silvestres, mantidos 
em cativeiro no Parque Sabiá em Uberlândia (MG). Foram amostrados 117 
mamíferos nativos do Brasil, e as fezes analisadas por meio de técnica de 
coloração, apenas uma amostra proveniente de um puma (Puma concolor) foi 
positiva para Cryptosporidium. Os autores concluiram que os níveis de infecção 
podem ser considerados baixos. 
 Carvalho Filho et al. (2006) coletaram fezes de primatas apreendidos pelas 
autoridades competentes e mantidos no Centro de Triagem de Vida Selvagem 
(CETAS) da localidade de Seropédica (RJ). Foram amostrados 4 macacos bugios 
(Alouatta fusca) e 21 saguis (Callithrix spp.). Os autores utilizaram técnicas de 
flutuação (formaldeído-éter) e coloração (azul de metileno-safranina e tricrômica) e 
91,7% das amostras coletadas foram positivas para oocistos de Cryptosporidium. 
 Ludwig & Marques (2008) realizaram a coleta de “pools” de fezes de 23 emas 
(Rhea americana) mantidas no Parque Zoológico da Fundação Zoobotânica do Rio 
Grande do Sul e utilizaram a coloração de Zielh-Neelsen modificada. Duas amostras 
foram positivas. Os mesmos autores, em 2011, realizaram outro trabalho na mesma 
instituição onde foram coletadas 92 amostras fecais de mamíferos, pertencente às 
seguintes ordens: Primata, Carnivora, Rodentia, Artiodactyla, Perissodactyla, 
Xenarthra e Proboscidea. As fezes foram analisadas por meio da técnica de 
coloração de Zielh-Neelsen e 19 amostras foram positivas, provenientes dos 
seguintes animais: bugio (Alouatta caraya), macaco-da-noite (Aotus nigriceps), 
macaco-aranha-de-cara-preta (Ateles chamek), puma (Puma concolor), Cervo-
sambar (Cervus unicolor), gamo (Dama dama), waterbuck (Kobus ellipsiprymus), 
ouriço-cacheiro (Coendou prehensilis) e tamanduá-bandeira (Myrmecophaga 
tridactyla) (LUDWIG & MARQUES, 2011). 
 Silva et al. (2008a) examinaram fezes de 18 primatas (4 espécies), oriundos 
de um zoológico e de uma reserva conservacionista, nas cidades de Cachoeira do 
Sul e Santa Maria (RS). Com o objetivo de avaliar a presença de protozoários 
gastrointestinais, foram utilizadas as técnicas de centrífugo-flutuação em sulfato de 
zinco e coloração por Ziehl-Neelsen, 8 animais apresentaram positividade para 
oocistos de Cryptosporidium, representados pelas seguintes espécies: macaco-
prego (Cebus apella), rhesus (Macaca mulata) e sagui-de-tufo-preto (Callithrix 




 Silva et al. (2008b) analisaram fezes provenientes de um tamanduá-mirim 
filhote (Myrmecophaga tetradactyla) mantido em um centro conservacionista em 
Santa Maria (RS) utilizando as técnicas de centrífugo-flutuação em sulfato de zinco e 
coloração de Zielh-Neelsen. O animal apresentava diarreia e foi positivo para 
Cryptosporidium com alta taxa de infecção. 
 Silva et al. (2008c) analisaram fezes de 338 psitacídeos adultos, pertencentes 
a oito espécies, provenientes de um criadouro conservacionista e do Zoológico de 
Cachoeira do Sul (RS). Os autores empregaram as técnicas de centrífugo-flutuação 
e coloração de Zielh-Neelsen e obtiveram 180 amostras positivas para oocistos de 
Cryptosporidium. E mais, assinalaram o primeiro registro de parasitismo por 
Cryptosporidium nas seguintes espécies: agapornis (Agapornis fischer), arara-
canindé (Ara ararauna), papagaio-charão (Amazona pretrei). 
 SILVA et al. (2008d) relataram a presença de Cryptosporidium em lagartos 
(Tupinambis teguixin) de vida livre, oriundos do município de Alegria (RS) e 
consideraram este, o primeiro registro de ocorrência deste parasito nesta espécie. A 
técnica utilizada para a detecção dos oocistos foi a de centrífugo-flutuação em 
sulfato de zinco. 
 Borges et al. (2009) verificaram a presença de oocistos de Cryptosporidium 
corados pela técnica de Kinyoun, em fezes de um peixe-boi-marinho (Trichechus 
manatus) mantido no oceanário da Fundação de Mamíferos Aquáticos da Ilha de 
Itamaraca (PE). 
 Farret et al. (2010) pesquisaram protozoários gastrointestinais em três 
exemplares adultos de queixada (Tayassu pecari) no Rio Grande do Sul, por meio 
de centrífugo-flutuação em sulfato de zinco e coloração de Kinyoun e, encontraram 
os seguinte parasitos: Cryptosporidium, Eimeria, Giardia e Balantidium. 
 Cabral et al. (2011) examinaram fezes de rãs-touro (Lithobates catesbeianus) 
confinadas na fazenda-escola da Universidade Federal de Uberlândia (MG) 
utilizando a técnica de coloração de Zielh-Neelsen. Das 28 amostras coletadas, 4 
foram positivas para oocistos de Cryptosporidium. 
 Fanfa et al. (2011) relataram um estudo de caso em que foram coletadas 
fezes de um puma (Puma concolor) mantido em um criadouro conservacionista na 
cidade de Santa Maria (RS). Oocistos de Cryptosporidium foram identificados, nesta 




 Holsback et al. (2013) analisaram a frequência de ocorrência e a variedade de 
parasitos intestinais em mamíferos e aves silvestres de vida livre mantidos em 
Centros de Reabilitação em Jundiaí (São Paulo) e Campo Grande (Mato Grosso do 
Sul). Amostras fecais foram coletadas e processadas pelos métodos de 
sedimentação e de centrífugo-flutuação em sulfato de zinco. Os autores relataram 
positividade para enteroparasitos em 71% das amostras. Oocistos de 
Cryptosporidium foram detectados em amostras de fezes de gato-do-mato-pequeno 
(Leopardus tigrinus) e maritacas (Pionus maximiliani).  
 Diante do exposto, verifica-se que os trabalhos realizados no Brasil, com 
relação à presença de Cryptosporidium em animais mantidos em cativeiro, são de 
relatos de caso com identificação somente do gênero deste protozoário, não sendo 
possível realizar inferências sobre possibilidade de transmissão zoonótica, 
identificação das fontes de infecção ou da epidemiologia da parasitose nestes 
ambientes. Nesses estudos foram utilizadas técnicas de coloração, não há registro 
de trabalhos, baseados em técnicas moleculares para diagnóstico da 
criptosporidiose em animais mantidos em zoológicos brasileiros. No nosso estudo foi 
realizada a detecção e identificação molecular das espécies de Cryptosporidium 
presentes em fezes de animais e na água dos lagos dos recintos, com a finalidade 
de auxiliar nos planos de manejo do Zoológico Municipal de Curitiba e provocar a 
discussão sobre a importância deste parque como fonte de contaminação de 
















4. MATERIAL E MÉTODOS 
 
4.1. CARACTERIZAÇÃO DA ÁREA DE ESTUDO 
 
O Zoológico Municipal de Curitiba, inaugurado em 1982, é uma das Áreas de 
Preservação Permanente (A.P.P.) mais visitada do país. O público visitante é 
expressivo (em média 10 mil pessoas por final de semana e aproximadamente 650 
mil visitantes por ano). Ele ocupa 530.000 m2 do Parque Municipal do Iguaçu, e nele 
convivem 1303 animais (490 aves, 195 mamíferos e 618 répteis), totalizando 136 
espécies (87 de aves, 41 de mamíferos e 8 de répteis) (Figura 8). Este parque está 
situado na Bacia Hidrográfica do Rio Iguaçu, sendo margeado por suas águas. A 
Bacia do Rio Iguaçu é considerada a maior do Estado do Paraná com 70.800 Km2, 
desta área, 80,4 % estão situados no Paraná, 16,5 % em Santa Catarina e 3 % na 
Argentina. Na Bacia do Iguaçu há aproximadamente 4.541.698 habitantes, os quais 
representam 44,2 % da população do Estado do Paraná. A população urbana é de 
3.875.718 habitantes, com taxa de urbanização de 85,3 %. A demanda de recursos 
hídricos desta bacia é de 25,8 m3/s, correspondendo a 28 % de todo o consumo de 
água do Paraná (SEMA, 2010).  
No Zoológico Municipal de Curitiba é possível observar a presença de animais 
de vida livre como aves migratórias, quatis, serelepes, macacos bugios que visitam 
este espaço, uma vez que se trata de um parque aberto que tem ao seu redor um 
maciço de Floresta com Araucária.  
Os recintos dos animais que constituem o plantel do Zoológico Municipal de 
Curitiba estão adequados o mais próximo possível do habitat natural dos animais 
neles mantidos (Figura 9A). A alimentação dos animais é elaborada por veterinários, 
biólogos e zootecnistas (Figura 9B). Todos os alimentos ofertados são 
inspecionados pelo Ministério da Agricultura e apresentam bom padrão de 





























Figura 8. Mapa da cidade de Curitiba, a seta indica o Parque Iguaçu, no qual está situado o Zoológico 
Municipal de Curitiba. 
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A alimentação dos animais é realizada duas vezes ao dia. Cada tratador é 
responsável por um setor específico. Este tratador também realiza a higienização 
dos recintos e verifica se há algo que fuja dos padrões. Quando há algo que deva 
ser informado aos biólogos e veterinários é feito um registro em caderno próprio 
(Figura 9C). Há recintos no setor expositivo (liberado para a visitação do público), 
bastante amplos e com grande cobertura de vegetação nativa (Floresta com 
Araucária) (Figura 9D). Outros são menores e apresentam piso de cimento e/ou 
areia e são totalmente telados (Figuras 9E e 9F). Todos os recintos possuem pontos 
de água tratada circulante proveniente da SANEPAR (Companhia de Saneamento 
do Paraná) (Figura 9G).  
Há um setor denominado extra, nele estão animais que não tem recintos 
disponíveis no setor expositivo e também aqueles que não apresentam condições 
físicas ou comportamentais para ficarem expostos ao público visitante. Este setor 
possui alguns recintos mais antigos em que a água disponibilizada é colocada em 
cochos de cimento. Nos recintos mais novos a água ofertada para os animais já é 
canalizada (Figuras 9H e 9I). 
 
Figura 9. Zoológico Municipal de Curitiba. A- Recintos amplos. B- Dieta dos animais. C-Higienização dos 
recintos. D- Recinto com ampla cobertura vegetal. E/F. Recintos menores. G- Ponto de água. H/I- Setor extra. 
FONTE: A AUTORA, 2014. 
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4.2. COLETA DAS AMOSTRAS DE FEZES 
 
As coletas das amostras de fezes foram realizadas no período da manhã, de 
março a dezembro de 2011, sempre com a presença e ajuda de um tratador de 
animais e respeitando todas as normas de segurança do parque. Primeiramente, era 
realizada a limpeza do recinto, retirando restos de alimentos e fezes do dia anterior, 
ou da noite. Em seguida, a alimentação da manhã era oferecida e aguardava-se o 
momento da defecação para a coleta do material fecal fresco. 
Nos recintos onde havia somente um animal, coletou-se o material fecal 
presente no ambiente, com o auxílio de uma espátula de plástico descartável. Nos 
recintos onde existia mais que um animal, houve necessidade de observação do 
momento da defecação e posterior identificação do animal. As fezes foram coletadas 
do chão (sempre após a limpeza dos recintos, a fim de evitar contaminação 
ambiental), ninhos ou poleiros, com auxílio de uma espátula de plástico. 
Os grupos de mamíferos e aves dos quais as amostras fecais foram coletadas 
estão descritos nas Tabelas 1 e 2. 
 





























4 Lontra (Lontra longicaudis) 
1 Ariranha (Pteronura brasilensis) 
1 Irara (Eira barbara) 





Tabela 1. Grupos de mamíferos dos quais as amostras fecais foram coletadas. 
(Continuação) 
 Felidae 
5 Leão (Panthera leo) 
5 Onça-pintada (Panthera onca) 
3 Puma (Puma concolor) 







PERISSODACTYLA Equidae 1 Zebra (Equus burchelli) 
 Tapiridae 2 Anta (Tapirus terrestris) 
ARTIODACTYLA 
Camelidae 
7 Lhama (Lama glama) 
2 Guanaco (Lama guanicoe) 
Cervidae 




Giraffidae 2 Girafa (Girafa camelopardalis) 
Bovidae 


































Panidae 1 Chimpanzé (Pan troglodytes) 





Tabela 2. Grupos de aves das quais as amostras fecais foram coletadas. 
 
ORDEM FAMÍLIA Nº DE 
AMOSTRAS 
ESPÉCIE 
STRUTHIONIFORMES Rheidae 11 Ema (Rhea americana) 
Struthionidae 4 Avestruz (Struthio camelus) 
Dromiceidae 11 Emu (Dromaius 
novaehollandiae) 
Casuaridae 2 Casuar (Casuarius casuarius) 
PICIFORMES Ramphastidae 2 Tucano-do-bico-verde 
(Ramphastos dicolorus) 
2 Tucano-toco (Ramphastos 
toco) 
PSITTACIFORMES Psittacidae 4 Arara-azul-grande 
(Anodorhynchus 
hyaconthinus) 
9 Arara-canindé (Ara ararauna) 
3 Arara-piranga (Ara macao) 
5 Arara-vermelha (Ara 
chloroptera) 












3 Papagaio-galego (Amazona 
xanthops) 
STRIGIFORMES Tytonidae 2 Coruja-suindara (Tyto alba) 





3 Mocho-orelhudo (Rhinoptynx 
clamator) 
CATHARTIFORMES Cathartidae 3 Urubu-rei (Sarcoramphus 
papa) 




Um total de 249 amostras fecais foi coletado, sendo 128 provenientes de 
mamíferos e 121 de aves. As fezes foram armazenadas em coletores de plástico, 
envoltos em sacos plásticos individuais, devidamente identificados. As amostras 
foram mantidas em isopor com gelo e transportadas para o Laboratório de 
Parasitologia Molecular (Departamento de Patologia Básica, Setor de Ciências 
Biológicas, Universidade Federal do Paraná) para o processamento. 
 
4.3. COLETA DAS AMOSTRAS DE ÁGUA 
 
 A coleta das amostras de água foi realizada no período de janeiro a março de 
2012. Seis coleções aquáticas foram amostradas dentro do zoológico: Coleção 
Aquática 1 (recinto dos cervos-nobre – amostras 1,2,3), Coleção Aquática 2 (recinto 
das lontras – amostras 4,5,6), Coleção Aquática 3 (recinto das aves aquáticas – 
amostras 7,8,9), Coleção Aquática 4 (lagoa do sapatão – amostras – 10,11,12), 
Coleção Aquática 5 (recinto dos macacos-aranha – amostras 13,14,15) e Coleção 
Aquática 6 (recinto dos macacos-prego – amostras 16,17,18) (Figuras 10 e 11). 
Em cada uma das coleções aquáticas foram coletadas, por meio de um puçá 
plástico, três amostras de água no volume de 2,1 L totalizando 6,3 L. As amostras 
foram acondicionadas em garrafas plásticas e transportadas ao laboratório de 
Parasitologia Molecular (Departamento de Patologia Básica, Setor de Ciências 
Biológicas, Universidade Federal do Paraná) para o processamento. 
Durante a coleta das amostras de água, a temperatura do ar e a da água foi 
registrada por meio de um termômetro de mercúrio da marca Incoterm. Para aferir a 
temperatura do ar, o termômetro foi protegido em uma caixa de papelão a fim de 
evitar a sua exposição direta ao sol. Também foi aferida a quantidade de oxigênio 
dissolvido, utilizando um oxímetro com calibração manual à prova d’água e com 











Figura 10. As marcações identificam os locais de coleta das amostras de água no Zoológico 
Municipal de Curitiba: 1- Recinto dos cervos-nobre. 2- Recinto das lontras. 3- Recinto das aves 
aquáticas. 4- Lagoa do Sapatão. 5- Recinto dos macacos-aranha. 6- Recinto dos macacos-prego. A 
linha laranja mostra o trajeto das águas do rio Iguaçu no interior do parque. 
FONTE: Adaptado do Folder de orientação ao visitante do Zoológico Municipal de Curitiba – 












                                         



















Figura 11. Foto dos pontos de coleta de água. A- Coleção Aquática (recinto dos cervos-nobre) 
1. B- Coleção Aquática 2 (recinto das lontras). C- Coleção Aquática 3 (recinto das aves 
aquáticas). D- Coleção Aquática 4 (Lagoa do Sapatão). E- Coleção Aquática 5 (recinto dos 
macacos-aranha). F- Coleção Aquática 6 (recinto dos macacos-prego). 















4.4. PROCESSAMENTO DAS AMOSTRAS 
 
 4.4.1. Amostras de oocistos usados como controle positivo e de fezes 
 
As amostras de oocistos, usados como controle positivo para as extrações de 
DNA e processos de contaminação de água, a fim de verificar a eficácia da técnica 
de recuperação de oocistos de Cryptosporidium, em membrana de acetato-celulose, 
foram cedidos pela Profa. Dra. Márcia Benedita, da Universidade Federal do 
Triângulo Mineiro, provenientes de gado bovino naturalmente infectado, os quais 
foram purificados com emprego da técnica de gradiente de sacarose. 
Para detectar a presença de oocistos de Cryptosporidium nas fezes dos 
animais do Zoológico Municipal de Curitiba, as amostras obtidas foram processadas 
pela técnica de flutuação em Cloreto de sódio - NaCl (KAR et al., 2011) e esfregaços 
de fezes em lâminas de microscopia foram comfeccionados para a realização da 
coloração de Ziehl-Neelsen modificada (QUADROS et al., 2006).  
Cada amostra de fezes com peso aproximado de 2 gramas, foi diluída em 10 
mL de água destilada e filtrada em gaze dobrada em quatro para um tubo cônico de 
50 mL. Após, a gaze foi lavada com água destilada até completar o volume de 40 
mL. O material fecal filtrado foi centrifugado a 3000 g por 20 minutos. O 
sobrenadante foi descartado, deixando 5 mL de sedimento. Esse volume foi usado 
para três procedimentos: alíquotas de 0,5 mL e 1,0 mL foram colocadas em 
microtubos com volume de 1,5 mL e congeladas a - 20 ºC (para posterior extração 
de DNA), 100 µL foram utilizados para a confecção de esfregaços de fezes em 
lâminas de microscopia e 1 mL para purificação com NaCl. 
Os esfregaços de fezes para a coloração de Ziehl-Neelsen modificado foram 
confeccionados com um volume de 100 µL do sedimento resultante da 
centrifugação, com o auxílio de uma espátula de plástico. Após secos em 
temperatura ambiente foram fixados com metanol (5 minutos), corados com fucsina 
de Ziehl (20 minutos), descorados com H2SO4 (2 %) por 30 segundos, lavados com 
água destilada e contra corados com verde de malaquita (5 %), por 1 minuto, 
novamente lavados e deixados para secar em temperatura ambiente (Anexo A). 
A leitura das lâminas foi realizada ao microscópio óptico de luz branca em 




1000X com objetiva de imersão. Para auxiliar no diagnóstico, uma lâmina de 
controle positivo, corada com a mesma técnica, serviu como parâmetro. 
Para realizar a purificação de oocistos de Cryptosporidium foram colocados 
10 mL de solução de NaCl (d=1,18) em um tubo cônico de 15 mL e adicionado 1 mL 
de sedimento fecal. O tubo foi fechado e invertido duas vezes para 
homogeneização. Foi sobreposto 1 mL de água destilada gelada e centrifugado a 
2300 g por 10 minutos. A camada entre a água destilada e a solução de NaCl foi 
coletada e repassada para um tubo de 15 mL. Em seguida, 10 mL de PBS foram 
adicionados e novamente centrifugou-se nas mesmas condições, este último 
procedimento foi repetido mais uma vez. O sobrenadante foi descartado e o 
sedimento (de aproximadamente 1 mL) transferido para um microtubo de 2 mL, 
centrifugado a 5000g por 10 minutos e descartado o sobrenadante (Anexo B). Todas 
as amostras foram congeladas a – 20 ºC para posterior extração de DNA. 
 
4.4.2. Amostras de água 
 
 Após a coleta de 3 amostras de 2,1 L, de cada um dos pontos de coleta, uma 
aliquota de 100 mL de água foi enviada para o Laboratório da USAV (Unidade de 
Serviço de Avaliação de Conformidades) da SANEPAR, a fim de determinar 
parâmetros físico, químicos e biológicos da água. O potencial hidrogeniônico (pH) foi 
determinado por meio do método eletrométrico, utilizando o medidor de pH por 
calibração HI 221 da marca HANNA instruterm. Para aferir a turbidez da água foi 
utilizado um turbidímetro da marca Hach, modelo DR 2100-P e para a determinação 
da cor foi utilizado um aquatester, da marca Orbeco-Hellige com disco de cor 
Orbeco-Hellige (escala 0 a 25, resolução 2,5). A presença de cianobactérias e 
plantas (macrófitas) foi pesquisada. 
Para a pesquisa de oocistos de Cryptosporidium realizou-se a técnica de 
filtração em membrana de acetato-celulose (0,45 µm - marca Millipore), com o 
auxílio de uma bomba a vácuo. Foram filtrados 2 L de água, para cada uma das 
amostras coletadas. Quando saturadas, as membranas foram substituídas, 
transferidas em placas de Petri esterilizadas, onde foram lavadas com PBS para 
desprendimento do sedimento. O volume final foi de 40 mL, o qual foi transferido 




100 µL deste material foi utilizada para a confecção de esfregaços em lâmina de 
microscopia para a coloração de Zielh-Neelsen modificada. O restante da alíquota 
foi utilizada para a técnica de flutuação em NaCl, como descrito no item 4.4.1. 
 Para monitorar a recuperação de oocistos de Cryptosporidium em sistema de 
membrana filtrante, duas amostras de 2 L de água ultrapura e esterilizada foram 
contaminadas com 104  e 103 oocistos e submetidas ao mesmo protocolo de filtração 
das amostras de água coletadas. 
 
4.5. IDENTIFICAÇÃO MOLECULAR 
 
4.5.1. Extração de DNA 
 
 Todas as amostras de fezes e água coletadas foram submetidas ao protocolo 
de extração de DNA ChargeSwitch® gDNA Mini Tissue Kit (Invitrogen™), após 
processo de purificação em NaCl. 
 Primeiramente, adicionou-se 1 mL de tampão de lise aos microtubos com as 
amostras os quais foram submetidos a 15 ciclos de congelamento em freezer (- 80 
°C) e descongelamento (+ 55 °C) em banho-maria para lisar a parede dos oocistos. 
 Em seguida, foram adicionados 20 µL de proteinase K em cada amostra, as 
quais foram agitadas mecanicamente e incubadas a 55 °C por 2 horas, em banho-
maria, em agitação. Depois foram adicionados 10 µL de RNAse A a cada amostra, 
homogeneizadas por inversão e incubadas a temperatura ambiente por 2 minutos. 
 Na sequência foram utilizados 120 µL de partículas magnéticas, 
homogeneizadas por 5 vezes com o auxilio de uma pipeta e adicionados 100 µL de 
tampão de purificação, homogeneizando cada amostra por 10 vezes, com auxílio de 
uma pipeta. Os tubos foram colocados em uma estante magnética por dois minutos, 
o sobrenadante foi retirado e descartado. Depois os tubos foram retirados da estante 
e as partículas magnéticas foram lavadas 2 vezes com 1 mL de tampão de lavagem, 
como auxílio de uma pipeta. 
 Novamente, os tubos foram colocados na estante magnética por 2 minutos. O 
sobrenadante foi descartado e adicionaram-se 150 µL de tampão de eluição, 
homogeneizado e incubado por 5 minutos a + 55 °C. Os tubos foram colocados em 




(contendo o DNA) para microtubos de 600 µL (Anexo C). As amostras foram 
armazenadas a – 20 °C. Controles positivos (com um oocisto de Cryptosporidium) e 




A PCR para o diagnóstico de Cryptosporidium foi realizada utilizando um par 
de iniciadores genéricos (XIAOF - 5´TTCTAGAGCTAATACATCCG5´ e XIAOR - 
CCCATTTC CTTCGAAACAGGA3’) (XIAO et al., 1999) da região hiper-variada do 
gene 18SSU rDNA. As concentrações dos reagentes utilizados foram as seguintes: 
Tampão 1X, MgCl2 3 Mm, dNTP 0,2 mM, Iniciador XIAO F 20 pMol/µL, Iniciador 
XIAO R 20 pMol/µL, Taq Platinum Polimerase 1,25 U, Triton 0,1 %, água ultrapura 
(qsp), DNA 5 µL, em um volume final de 25 µL. As condições de amplificação 
utilizadas foram: desnaturação inicial a 94 ºC por 3 minutos, amplificação por meio 
de 35 ciclos a 94 ºC por 45 segundos, 55 ºC por 45 segundos, 72 ºC por um minuto 
e um ciclo de 72 ºC por 7 minutos. Os produtos da amplificação foram armazenados 
a – 20 ºC. Os iniciadores utilizados amplificam um fragmento de DNA de 1325 pares 
de bases. 
 
4.5.3. Nested – PCR para detecção de Cryptosporidium 
 
Para a reação de Nested-PCR utilizou-se um segundo par de iniciadores 
(XIAOnF-5´AAGGAGTAAGGAACAACCTCCA e XIAONR-5´GGAAGGGTTGT 
ATTTATTAGATAAAG3’), também de uma região hiper-variada do gene 18SSU 
rDNA (XIAO et al., 1999). As condições utilizadas para a Nested-PCR foram as 
mesmas da PCR convencional, os iniciadores utilizados amplificam um fragmento de 




Os iniciadores internos da Nested - PCR acima foram também utilizados para 
PCR de etapa única, realizada nas mesmas condições (item 4.5.2.), devido a falta 







Os produtos amplificados por PCR e N-PCR foram submetidos em uma 
voltagem de 70 V e visualizados após eletroforese no gel de agarose 1,6 % em 
tampão TBE 1X (Tris base 89 mM, ácido bórico 89 mM e EDTA 2 mM).  
No gel foram aplicados 5 µL dos produtos de PCR ou N-PCR junto com 1 µL 
de tampão a amostra (bromofenol). 
Para avaliar o tamanho dos fragmentos amplificados foi utilizado marcador de 
peso molecular de 1 Kb (Invitrogen™). 
Após a separação dos produtos de PCR e N-PCR por eletroforese, o DNA foi 
corado com brometo de etídio durante 20 minutos e visualizado em fonte ultravioleta 
com exposição de 10 segundos e, em seguida, fotodocumentado. 
Alternativamente, foi também usada a eletroforese em gel de poliacrilamida 
preparado a 5 % em tampão TBE 1X (Tris base 89 mM, ácido bórico 89 mM e EDTA 
2 mM). No gel foram aplicados 5 µL dos produtos de PCR, N-PCR ou PCR com 
iniciadores XIAOn R e F junto com 1 µL de bromofenol. A voltagem aplicada foi de 
80 V. Para avaliar o tamanho dos fragmentos amplificados foi utilizado marcador de 
peso molecular (massa molecular de DNA) de 100 pares de bases kb (Invitrogen™). 
Após a separação dos produtos de PCR, N-PCR e PCR com iniciadores 
XIAOn F e R, o gel foi corado com nitrato de prata, visualizado e fotografado com 
auxílio de um transluminador (Anexo D).  
 
4.6. PURIFICAÇÃO DOS PRODUTOS DE AMPLIFICAÇÃO 
 
 As amostras positivas para os produtos de amplificação foram purificadas 
empregando-se o kit de purificação QIAquick® para gel de agarose em 











4.7. SEQUENCIAMENTO DAS AMOSTRAS POSITIVAS 
 
Os produtos amplificados após o processo de purificação foram quantificados 
(Nano Drop 1000, Thermo Scientific) e normalizados a 200 ng/µL com um volume 
final de 50 µL. A partir dessa diluição, 10 µL do volume total foi purificado com 2 µL 
da enzima ExoSap. Depois de adicionada a enzima, a solução foi incubada a 37 °C 
por 1 hora e a enzima foi inativada a + 80 °C durante 20 minutos (COSTA-RIBEIRO, 
2006). 
Para a reação de sequenciamento, 1 µL do produto purificado foi utilizado 
para uma concentração final de 200 ng/µL. As concentrações dos reagentes 
utilizados foram: tampão, BigDye®, iniciador F 10 pMol/µL, iniciador R 10 pMol/µL, 
produto amplificado 200 ng/µL, água ultrapura, para um volume final de 10 µL. 
As condições utilizadas foram: 1 ciclo a 96 ºC por 1 minuto, 25 ciclos a 96 ºC 
por 10 segundos, 50 ºC por 5 segundos, 60 ºC por 4 minutos e 1 ciclo de 4 ºC por 
tempo indeterminado. 
Em seguida, foi realizada a precipitação da reação do sequenciamento com 
80 µL de isopropanol 65% (Costa-Ribeiro, 2006). Fez-se homogeneização e 
posteriormente incubação por 20 minutos em temperatura ambiente. Após 
centrifugação a 19000 g por 25 minutos, o sobrenadante foi cuidadosamente 
descartado e sobre o pellet foram adicionados 200 µL de etanol 70%. Novamente o 
material foi centrifugado a 19000 g durante 10 minutos e todo o sobrenadante foi 
removido e deixado o pellet para secar na estufa. Depois de seco foi resuspenso em 
3 µL de formamida e colocado no sequenciador (modelo ABI 3730XL). 
 
4.8. ANÁLISE DO SEQUENCIAMENTO 
 
 Das 6 amostras isoladas de DNA isoladas e submetidas ao protocolo de 
sequenciamento foram obtidas cinco sequências consensos com 610 bp do gene 
18SSU rRNA em formato FASTA. Amostras de Cryptosporidium utilizadas como 
controle nos experimentos também foram sequenciadas. As amostras sequenciadas 
foram submetidas à edição e alinhamento manual múltiplo por meio do programa 
CLUSTALW2 e Web PRANK beta. Após editadas, as sequências foram importadas 




também foram submetidas ao programa Blast (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) 
para confirmação da espécie ou genótipo de Cryptosporidium. 
 Na Figura 12 é mostrado um fluxograma das diversas formas que podem ser 
utilizadas para a realização de análises filogenéticas e construção de árvores 
(RONQUIST & HUELSENBECK, 2003; SULLIVAN & JOYCE, 2005). As 
consideradas mais robustas são as que se baseiam nas premissas Bayesianas 




Figura 12. Fluxograma listando as diversas formas de construções filogenéticas.  




 No programa Geneious 5.1 foi realizada uma análise Bayesiana das amostras 
sequenciadas, de acordo com a Figura 13. 
 
 
Figura 13. Resumo esquemático dos modelos seguidos para a realização da Análise Filogenética 
Bayesiana. 
FONTE: A AUTORA. 
 
 
4.9. COMITÊ DE ÉTICA EM PESQUISA ANIMAL 
 
 O trabalho realizado seguiu todos os critérios estabelecidos nos protocolos 
veterinários estabelecidos no Departamento de Pesquisa e Conservação da Fauna 
(MAPCF) da Secretaria Municipal do Meio Ambiente (SMMA). Com a total anuência 
e liberação para a entrada nos recintos dos animais e coleta do material biológico 
















5. RESULTADOS  
 
5.1. DETECÇÃO DE Cryptosporidum EM FEZES DE ANIMAIS  
 
5.1.1. Coloração de Ziehl-Neelsen modificada 
 
 Do total de 128 amostras de esfregaços realizados com material fecal de 
mamíferos (Tabela 1), nenhuma apresentou positividade para oocistos de 
Cryptosporidium, por meio da técnica de coloração de Ziehl-Neelsen modificada.  
Do total de 121 esfregaços realizados com o material fecal coletado de aves 
duas amostras, uma de ararajuba (Guaruba guarouba) e uma de papagaio-da-cara-
roxa (Amazona brasiliensis) apresentaram positividade para oocistos de 
Cryptosporidium, por meio da técnica de coloração de Ziehl-Neelsen modificada 
(Tabela 3). O percentual de infecção foi de 1,65 % do total de aves amostradas.  
 
Tabela 3. Resultado das amostras de fezes de mamíferos e aves do Zoológico 
Municipal de Curitiba, positivas pelas técnicas de: coloração de Ziehl-Neelsen 





ZN PCR1 n-PCR PCR2 
MAMÍFEROS 128 - - - - 
AVES 121 2 3 3 4 
Guaruba guarouba 7 + + + + 
Amazona vinacea 10 - - - + 
Amazona brasiliensis 10 + +/+ +/+ +/+ 
TOTAL 249 2 3 3 4 
Legenda: (-) negativo; (+) positivo; (+/+) 2 espécimes positivos. ZN = Ziehl-Neelsen modificada. PCR 







Na Figura 14 são mostradas as espécies de aves da Família Psittacidae 
identificadas como positivas para a infecção por C. galli. 
 
 
Figura 14. Espécies de aves da Família Psittacidae identificadas como positivas para infecção por C. 
galli. A- Ararajuba (Guaruba guarouba). B- Papagaio-de-peito-roxo (Amazona vinacea). C- Papagaio-
de-cara-roxa (Amazona brasiliensis). 
FONTE: A AUTORA 
 
5.1.2. PCR1 e N-PCR 
 
 Três amostras fecais de aves foram positivas nas reações PCR1 e n-PCR: 
uma de ararajuba (Guaruba guarouba) e duas de papagaios-da-cara-roxa (Amazona 
brasiliensis).  
Quando empregada a PCR2, uma amostra adicional de um papagaio-de-
peito-roxo (Amazona vinacea), além das citadas anteriormente, foi positiva na 
reação. Dessa forma, detectou-se um total de quatro animais infectados por 
Cryptosporidium usando os diferentes tipos de PCR, totalizando 3,12 % das 121 




































Figura 15. Gel de poliacrilamida mostrando fragmento contendo 826 a 864 pares de bases 
amplificado por PCR utilizando os iniciadores XIAOn F e R para o gene 18S rDNA de Cryptosporidium 
das amostras de fezes de aves. 1. Ararajuba (Guaruba guarouba), 2. Papagaio-da-cara-roxa 
(Amazona brasiliensis), 3. Papagaio-da-cara-roxa (A. brasiliensis), 4. Papagaio-de-peito-roxo (A. 
vinacea). PM – 100 pb. 
 
 
5.2. DETECÇÃO DE Cryptosporidium EM ÁGUA DO PARQUE 
5.2.1. Parâmetros físicos, químicos e biológicos das amostras de água 
 
 Na Tabela 4 são mostrados os dados obtidos na análise dos fatores físicos, 
químicos e biológicos da água coletada em seis coleções aquáticas do Zoológico 
Municipal de Curitiba. A maior parte das coleções de água investigadas neste 
trabalho apresenta qualidade satisfatória. Os dados relativos ao pH encontram-se 
dentro dos desejáveis, bem como os de oxigênio dissolvido. A coleção aquática 
correspondente ao recinto dos cervos-nobre (amostras 1, 2 e 3) apresentou cor e 
turbidez acima dos valores registrados nas demais coleções aquáticas estudadas.  
Nas amostras 7, 8 e 18 foi registrada a presença de Microcystis (gênero de 
cianobactéria), Na amostra 7, além deste gênero foi registrada a presença de 
Pseudoanabaena, outro gênero de cianobactéria. Nas amostras 4 e 6 observou-se a 
presença de Lemna (macrófita) que é utilizada como biorremediadora e 








Tabela 4. Parâmetros físicos, químicos e biológicos analisados nas coleções 
aquáticas amostradas do Zoológico Municipal de Curitiba. 
 Amostra 
Temperatura 
do ar (ºC) 
Temperatura 


















1 23,0 17,2 6,57 8,64 400 191  
2 23,0 16,5 6,88 8,02 300 197  







 4 21,0 15,6 7,02 15,68 25 2,03 Lemna sp. 
5 21,0 15,2 7,23 15,73 25 3,9  














7 22,0 15,8 7,56 13,87 100 20,1 
Microcystis sp. e 
Pseudoanabaena sp. 
8 22,0 16,0 7,66 13,72 50 23,8 Microcystis sp. 















 10 18,0 14,9 7,05 12,45 50 4,05  
11 18,0 14,2 7,02 11,99 50 2,65  















13 19,0 15,1 7,54 11,66 100 9,4  
14 19,0 15,4 7,82 10,97 75 7,7  














16 16,0 13,6 6,93 11,36 125 45,5  
17 16,0 13,4 6,98 12,02 100 53,5  
18 16,0 12,6 6,52 11,55 150 70,9 Microcystis sp. 












5.2.2. Detecção de Cryptosporidium pela coloração de Ziehl-Neelsen 
modificada e PCR 
 
Nenhuma das amostras das coleções aquáticas foi positiva para 
Cryptosporidium pela coloração de Ziehl-Neelsen modificada. 
Pela técnica de PCR somente a amostra 4, correspondendo a Lagoa do 
Sapatão amplificou um produto específico do fragmento de DNA de Cryptosporidium 
em duas das três amostras coletadas, tanto pela PCR1 como PCR2. Para a N-PCR 
as amostras foram negativas. 
 As duas amostras de água ultrapura contaminadas com oocistos de 
Cryptosporidium nas concentrações de 104 e 103 oocistos amplificaram um produto 
específico pela PCR1 e não amplificaram pela N-PCR. Na PCR2 a amostra 
contaminada com 104 oocistos apresentou amplificação fraca e na amostra com 103 
houve maior número de produtos amplificados. A capacidade de recuperação de 





















Figura 16. Gel de poliacrilamida mostrando o produto amplificado pela PCR das amostras de água 
utilizando os iniciadores XIAOn R e F para o gene 18S rDNA de Cryptosporidium, nos quais obteve-
se amplicons de 826 a 864 pb.1, 2 e 3. Lagoa do Sapatão, 4. Água ultrapura contaminada com 10
4
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5.3. Análise do genótipo pelo sequenciamento do gene 18S rDNA 
 
 Em nosso estudo seis amostras foram positivas para Cryptosporidium: quatro 
amostras fecais provenientes de aves da família Psittacidae e duas amostras de 
água provenientes do mesmo ponto de coleta: a Lagoa do Sapatão. 
 Foi possível sequenciar as quatro amostras fecais e apenas uma das 
amostras de água, também foi sequenciada a amostra do controle positivo utilizada 
nos experimentos. 
Das cinco sequências isoladas e analisadas, quatro delas (Cryp.2, Cryp.3, 
Cryp.4 e Cryp.5), provenientes de fezes das aves, apresentaram identidade 
genotípica compatível com Cryptosporidium galli e com similaridade de 99 % (nº 
GenBank EU543268.1). O isolado Cryp. 1 proveniente de amostras de água e o 
controle positivo apresentaram identidade genotípica compatível com 





Figura 17. Relação evolutiva dos isolados de Cryptosporidium sp. das sequências do gene 18SSU 
rDNA, provenientes de fezes de aves e água dos recintos do Zoológico Municipal de Curitiba. Em 
água: Cryp1. Em aves por: Cryp. 2, Cryp. 3, Cryp. 4 e Cryp. 5. Controle Positivo Cryp. C. parvum 









 A construção filogenética por meio de análise Bayesiana mostrou a formação 
de dois grupos. O controle positivo (cepa referência de C. parvum) agrupou com a 
sequência de C. parvum disponível no GenBank, com um suporte de ramo de 100 
%. Já os isolados encontrados neste trabalho, formaram um único grupo. O isolado 
proveniente de água e identificado como C. parvum ficou próximo de C. galli 
sequência do Genbank. Todos os isolados provenientes de aves ficaram em um 






























6. DISCUSSÃO  
 
 No presente estudo foram analisadas amostras fecais de 121 mamíferos do 
Zoológico Municipal de Curitiba e todas foram negativas para Cryptosporidium. Na 
literatura alguns trabalhos tratam de estudos sobre a prevalência e dinâmica da 
criptosporidiose em animais selvagens, tanto de vida livre quanto em cativeiro. 
Ravaszova et al. (2012) na Eslováquia, Castro-Hermida et al. (2011) na Galícia 
(Espanha), Van et al. (2010) no Gabão, Sak et al. (2013) na República Central da 
África e Kowalewski et al. (2011) na Argentina, encontraram prevalências de 
Cryptosporidium que variaram de 0 a 55,6 % em diversas espécies de mamíferos. 
Sak et al. (2013) alertam que a maioria dos trabalhos realizados não contemplam a 
identificação da espécie, fato que compromete o desenvolvimento de estudos que 
envolvam a cadeia de transmissão deste protozoário. 
 Hill et al. (2008) realizaram a caracterização genética de isolados de 
Cryptosporidium provenientes do cusu-de-orelhas-grandes (Trichosurus vulpecula), 
um marsupial australiano com hábitos sinantrópicos. Dois genótipos foram 
encontrados, formando dois clados na árvore filogenética, por meio da análise de 
Neighbor-Joining. O isolado dominante apresentou maior similaridade com o 
genótipo I de Cryptosporidium de gambá da América do Norte (Didelphis virginiana) 
e C. macropodum, presente em canguru-cinzento (Macropus giganteus). O segundo 
grupo de isolados foi mais similar a C. hominis e C. parvum, os autores comentam o 
risco de transmissão zoonótica devido à sinantropia presente nesta espécie de 
marsupial. 
Quanto às aves, no nosso estudo, quatro psitacídeos em 79 examinados 
foram positivos para Cryptosporidium galli: um exemplar de Guaruba guarouba 
(ararajuba), dois exemplares de Amazona brasiliensis (papagaio-de-cara-roxa) e um 
exemplar de Amazona vinacea (papagaio-de-peito-roxo). Não foram encontradas 
publicações citando infecção por qualquer espécie de Cryptosporidium nestes 
animais. Estes resultados podem ser considerados como primeiro registro para 
infecção por este protozoário nestas espécies, as quais são nativas do Brasil, com 
destaque para o papagaio de-cara-roxa considerado espécie endêmica da Mata 
Atlântica do litoral sul de São Paulo e norte do Paraná. Todas se encontram 




Papini et al. (2012) analisaram a presença de endoparasitos em aves do 
Zoológico de Giardino (Itália) e de lojas de aves. Técnicas moleculares foram 
realizadas, o sequenciamento das quatro amostras positivas foi realizado, mas sem 
sucesso nos resultados obtidos. Os autores relataram a presença de 
Cryptosporidium em Amazona aestiva (papagaio-verdadeiro), Platycercus eximius 
(roselha-do-leste) e Psittacula eupatria (periquito-alexandrino), todos pertencentes 
ao grupo dos psitacídeos. 
 Em grande parte dos trabalhos que envolvem a prevalência e dinâmica de 
transmissão de enteroparasitos em animais de zoológicos, em especial a 
criptosporidiose, os autores empregam como técnica para detecção de 
Cryptosporidium a coloração de Ziehl-Neelsen (GOMEZ et al., 1992; GOMEZ et al., 
1996; GOMEZ et al., 2000; GRACENEA et al., 2002; VENTURINI et al., 2006; 
PÉREZ CORDÓN et al., 2008; FAGIOLINI et al., 2010). Alguns destes trabalhos são 
recentes, fato que pode causar preocupação, pois o diagnóstico baseado somente 
nesta técnica não possibilita a identificação da espécie de Cryptosporidium envolvida 
na infecção. Há necessidade de realizar técnicas complementares, como as 
moleculares, que permitem identificação das espécies presentes, bem como de 
novos genótipos. Estudos moleculares auxiliam no entendimento da dinâmica de 
transmissão de Cryptosporidium e permitem verificar a presença de espécies de 
potencial zoonótico (RYAN et al., 2003; ALVES et al., 2005; MATSUBAYASHI et al., 
2005; ROHELA et al., 2005; LIM et al., 2008; GEURDEN et al., 2009; WANG et al., 
2011). 
Cryptosporidum tem sido registrado em mais de 30 diferentes espécies de 
aves no mundo distribuídas nas ordens: Anseriformes, Charadriiformes, 
Columbiformes, Galliformes, Passeriformes, Psittaciformes e Struthiniformes 
(GOMES, et al., 2012). 
Em aves a criptosporidiose se apresenta de três principais formas: 
respiratória, intestinal e renal, com manifestações clínicas ou sub clínicas (SANTIN, 
2013). Nenhum dos animais positivos para Cryptosporidium galli no presente estudo 
(aves da família Psittacidae) apresentava sinais clínicos, fato que pode corroborar 
com os achados de Ng et al. (2006) e Wang et al. (2011). Ng et al. (2006) 
pesquisaram a presença de Cryptosporidium na Austrália, tendo sido identificadas 4 




Psittaciformes, Passeriformes e Galliformes. Os autores sugerem que as aves 
podem ter um importante papel na epidemiologia de Cryptosporidium e que é 
necessário conhecer as adaptações entre parasitos e hospedeiros para 
compreender as implicações possíveis em saúde pública. A espécie identificada 
neste estudo (C. galli) não tem sido apontada como importante elemento de 
transmissão zoonótica no mundo. 
No presente estudo, animais da ordem Anseriformes (patos, marrecos, 
gansos, tadornas) não foram amostrados, pelo fato de grande parte deles serem 
animais migratórios e não pertencerem ao plantel de animais do Zoológico Municipal 
de Curitiba e também devido a estes animais estarem alojados em um grande 
recinto denominado “santuário das aves” fato que dificultou o processo de coleta de 
fezes, bem como a identificação dos animais. 
Kuhn et al. (2002) analisaram 69 amostras de fezes provenientes de patos 
(Anas spp.) da região de Las Cruces (Novo México). Destas amostras, 49 % foram 
positivas para Cryptosporidium, a técnica utilizada foi a de centrífugo-flutuação em 
Sulfato de zinco, seguida de colaração de Ziehl-Neelsen modificada, os autores 
ressaltaram a importância destes animais na contaminação de coleções de água 
devido ao hábito migratório que possuem. Kassa et al. (2004) comentaram sobre o 
aumento das populações de gansos-canadenses (Branta canadensis) e sobre a 
possibilidade de contaminação fecal do ambiente em três condados de Ohio (Lucas, 
Ottawa e Wood). O método de Ensaio Imunoenzimático Indireto em fase sólida (EIA) 
foi utilizado, 90 % dos locais amostrados (amostras de água) foram positivos, mas 
não foram determinados espécies/genótipos. Amer et al. (2010) relataram o primeiro 
registro de C. baileyi em pato-ferrugíneo (Tadorna ferruginea), na China. Portanto, 
estudos que visem descrever o papel dos animais migratórios presentes em 
zoológicos são relevantes.  
Rohela et al. (2005) e Quah et al. (2011) verificaram a ocorrência de 
Cryptosporidium nas aves no Zoológico Nacional de Kuala Lumpur. A técnica de 
coloração de Ziehl-Neelsen modificada foi utilizada seguida de confirmação por 
imunofluorescência. As aves que albergavam Cryptosporidium foram: calao (Aceros 
corrugatus), faisão-grande (Argusianus argus), cisne-negro (Cygnus atratus), ganso-
africano (Anser cygnoides), Marabu (Leptoptilos crumeniferus) e arara-branca 




show com os visitantes. Foi detectada a espécie C. parvum, a qual não tem sido 
comumente encontrada em aves. Os autores concluiram que zoológicos e parques 
de aves são importantes fontes de infecção por Cryptosporidium para os seres 
humanos e outros animais que podem atuar como transportadores mecânicos de 
oocistos. 
Shulze et al. (2012) verificaram a infecção da Bursa de Fabricius por 
Cryptosporidium baleyi em aves da família Anatidae (Mergus serrator – merganso-
de-poupa) em um Zoológico da Alemanha. Os animais morreram magros e os 
autores acreditam que a fonte de introdução dos protozoários foram patos adultos 
trazidos para chocar os ovos destes animais. Desta forma, a quarentena dos 
animais a serem introduzidos, com exames para diagnosticar a presença de 
Cryptosporidium é bastante válida, segundo os autores. 
Wang et al. (2012) detectaram infecção por Cryptosporidium em codornas, na 
Província de Heran (China) sendo identificadas as espécies C. baileyi e C. 
meleagridis. 
Morgan et al. (2000) realizaram a caracterização morfológica e genética de 
Cryptosporidium de Periquitos-de-colar (Psittacula krameri) e a espécie identificada 
foi Cryptosporidium meleagridis. Os autores ressaltaram que este foi o primeiro 
registro de C. meleagridis em um hospedeiro não galiforme. 
Abe & Isiki (2004) comentaram que alguns estudos indicam a presença de 
novas espécies/genótipos de Cryptosporidium em aves e confirmam a necessidade 
de identificar, com precisão, os parasitos para a compreensão da epizootia desta 
infecção em aves e para o controle da criptosporidiose humana. Neste estudo, 
Cryptosporidium isolados de calopsitas (Nymphicus hollandicus), foram 
sequenciados e identificados como C. meleagridis e C. baileyi. Este estudo 
documenta o primeiro registro destas espécies em calopsita e sugere que aves de 
estimação podem desempenhar um papel importante na epidemiologia da 
criptosporidiose. 
Qi et al. (2011) pesquisaram Cryptosporidium em aves comercializadas em 
aviários na China. A prevalência foi de 8,1 %. Três espécies (C. baileyi, C. 
meleagridis e C. galli) e dois genótipos (Cryptosporidium genótipo III aviário e 
Cryptosporidium genótipo IV aviário) foram identificados. Os seguintes grupos de 




espécies. Os autores sugerem que a presença de C. meleagridis em animais 
vendidos em lojas representa risco potencial de transmissão zoonótica. Os animais 
amostrados não apresentavam sinais clínicos de infecção, como também foi 
observado no nosso trabalho. No Brasil, Antunes et al. (2008) identificaram C. galli 
em canários, calopsitas e curiós. Este estudo é considerado o primeiro registro de C. 
galli em curiós (Oryzoborus angolensis).  
Silva et al. (2009) estudaram o parasitismo gastrointestinal em 12 corujas 
Rhinoptynx clamator, Tyto alba, Athene cunicularia, Megascops spp. e Bubo 
virginianus), mantidas em cativeiro na região Sul do Brasil. Oocistos de 
Cryptosporidium, Eimeria e Isospora foram identificados por meio da técnica de 
coloração de Ziehl-Neelsen. As aves amostradas não apresentaram sinais clínicos. 
No nosso estudo, três espécies de corujas tiveram material fecal coletado: 
murucututu (Pulsatrix perspicillata), murucututu-de-barriga-amarela (Pulsatrix 
koeniswaldiana) e mocho-orelhudo (Rhinoptynx clamator) e em nenhuma delas 
foram encontrados oocistos de Cryptosporidum. 
Nakamura et al. (2009) objetivaram determinar a prevalência de espécies e 
genótipos de Cryptosporidium em aves mantidas em cativeiro no Brasil. Um total de 
966 amostras (de 18 famílias de aves) foi coletado. 47 isolados foram sequenciados 
permitindo a identificação de C. baileyi em urubu-de-cabeça-preta (Coragyps 
atratus), em galinha doméstica (Gallus gallus domesticus) e em canário-terra-
verdadeiro (Sicalis flaveola); C. galli em canário (Serinus canaria), calopsita 
(Nymphicus hollandicus) e curió (Oryzoborus angolensis). C. meleagridis em galinha 
doméstica. C. parvum em calopsita. Cryptosporidium - genótipo I aviário - em canário 
e em um pavão-indiano (Pavo cristatus). Cryptosporidium - genótipo II aviário - em 
avestruz (Struthio camelus) e Cryptosporidium - genótipo III aviário - em calopsita e 
agapornis (Agapornis roseicolis). 
No Zoológico Municipal de Curitiba não existem recintos expondo animais da 
ordem Passeriformes, portanto, este grupo não foi amostrado. Porém, como o 
Zoológico encontra-se em uma ampla área de Floresta com Araucária, há grande 
quantidade destes animais livres, representados por várias espécies que realizam 
seu ciclo de vida neste local e que potencialmente podem servir como transmissores 




Silva et al. (2010) comentaram a escassez de informações relacionadas com 
a epidemiologia da infecção por Cryptosporidium em aves da ordem Passeriformes. 
A espécie C. galli foi identificada, no estudo destes autores e todos os aviários foram 
positivos para a mesma e, apesar disso, morbidade e/ou mortalidade foram 
observadas em apenas um aviário e associadas à infecção concomitante com 
Escherichia coli e Isospora sp.  
Sevá et al. (2011) realizaram um estudo no Brasil com aves silvestres. C. galli 
foi encontrado em sabiá-laranjeira (Turdus rufiventris), trinca-ferro (Saltator similis), 
cigarrinha-do-norte (Sporophila schistacea), pintassilgo-comum (Carduelis carduelis), 
canário-da-terra-verdadeiro (Sicalis flaveola). C. baileyi foi detectado nas seguintes 
espécies: pintassilgo-comum, pixoxó (Sporophila frontalis), cardeal-do-nordeste 
(Paroaria dominicana) e canário-da-terra-verdadeiro (Sicalis flaveola). O genótipo II 
aviário de Cryptosporidium foi encontrado em periquitão-maracanã (Aratinga 
leucophthalma). Os autores sugerem mais estudos contemplando aves em estado 
silvestre. 
Também no Brasil, Gomes et al. (2012) investigaram a presença de 
Cryptosporidium em aves exóticas, comercializadas em lojas de pequenos animais 
no estado do Rio de Janeiro. Do total de 103 amostras analisadas, 7 (6,8 %) delas 
foram positivas para oocistos de Cryptosporidium. A análise dos isolados revelou as 
seguintes espécies/genótipos: Cryptosporidium parvum em Lonchura striata 
domestica - um passeriforme originário da China, denominado manon; Genótipo 
aviário III em Pada (Padda oryzivora) pássaro da Indonésia, e em calopsita, 
psitacídeo originário da Austrália. Os autores não conseguiram identificar a espécie 
de Cryptosporidium proveniente de canários (Serinus canarius), mas comentaram 
que os oocistos encontrados apresentaram grande similiaridade com C. parvum. 
Grande parte dos estudos sobre criptosporidiose em aves são realizados em 
aves de corte como galinhas e perus. Kimura et al. (2004) analisaram isolados de 
Cryptosporium oriundos de galinhas no Japão e identificaram C. baileyi após 
sequenciamento e análises filogenéticas. Wang et al. (2010) analisaram 2579 
amostras fecais de galinhas poedeiras, frangos de corte e patos de Pequin oriundos 
de 46 granjas na Província de Henan (China). Duas espécies de Cryptosporidium 
foram identificadas: C. baileyi (em 184 amostras) e C. meleagridis (em 3 amostras). 




produção destes animais em granjas, destacando que C. meleagridis é a terceira 
espécie mais comum em humanos e que potencialmente pode se tornar agente de 
uma doença emergente em algumas localidades da China. Baroudi et al. (2013) na 
Argélia identificaram C. meleagridis em 34 % das galinhas e em 44 % dos perus. Os 
autores reforçam a importância desta espécie de Cryptosporidium em cadeias de 
trasmissão zoonótica. 
Alguns trabalhos tratando sobre a criptosporidiose são realizados com 
avestruzes, animais estes que se encontram em transição entre o status silvestre e 
de animal de criação, porém, a maioria dos trabalhos realizados, são desenvolvidos 
com animais criados em fazendas com a finalidade de agronegócios, fato que 
desperta o interesse para o diagnóstico de doenças. Meireles et al. (2006) 
comentam sobre a existência de diversos trabalhos sobre criptosporidiose em 
avestruzes no mundo sem contemplar a caracterização molecular e que os isolados 
obtidos provavelmente pertençam a uma nova espécie, sendo necessários mais 
estudos para tal confirmação. Oliveira et al. (2008) determinaram a prevalência de 
Cryptosporidium em avestruzes criados no estado do Rio de Janeiro, por meio da 
técnica de coloração de Ziehl-Neelsen modificada, sendo 44,4 % das amostras 
positivas. Wang et al. (2011) pesquisaram o parasito em avestruzes, criados em 
fazendas na China, sendo identificada a espécie C. baileyi. Os autores ressaltam 
que estudos de transmissão cruzada demonstraram que isolados de C. baileyi 
podem infectar galinhas e codornas. Nguyen et al. (2013) analisaram avestruzes de 
uma fazenda no Vietnam, utilizaram a técnica de coloração de Ziehl-Neelsen 
modificada e verificaram a positividade para oocistos de Cryptosporidium em 110 
amostras (23,7 %), por meio de análises moleculares foi identificada infecção por 
Cryptosporidium genótipo II aviário. No nosso trabalho, as fezes dos avestruzes 
amostrados foram negativas para Cryptosporidium. 
 No Brasil, não há trabalhos que tratem da ocorrência de Cryptosporidium, em 
animais mantidos em cativeiro em ambientes de zoológicos ou de triagem de 
animais silvestres. Portanto, o presente estudo realizado em Curitiba - Pr, tem 
potencial para dar contribuições para o tema criptosporidiose e poderá instigar 
pesquisas como esta em outros zoológicos e centros de triagem de animais 
selvagens no país proporcionando maior eficiência nos trabalhos de manejo de 




 Em nosso estudo verificou-se a maior sensibilidade das técnicas moleculares 
sobre a de coloração utilizada (ZN modificada). O protocolo de técnicas moleculares, 
normalmente utilizado para a detecção de Cryptosporidium é constituído da 
realização de PCR seguida de N-PCR. No presente estudo, este protocolo padrão 
não apresentou reprodutibilidade dos resultados e optou-se por realizar PCR de 
primeira etapa com os iniciadores da N-PCR. Os resultados foram melhores e 
reprodutíveis para todas as amostras analisadas, inclusive foi possível detectar a 
positividade de mais uma amostra de material fecal, por meio deste protocolo. 
 Neste estudo, nenhuma das amostras de mamíferos foi positiva para oocistos 
de Cryptosporidium. Este resultado pode estar relacionado com: a arquitetura dos 
recintos, a qualidade dos alimentos e da água ofertados e também ao cuidado diário 
de higienização realizado. Além disto, estes animais estão inseridos em recintos 
amplos, com ausência de animais sinantrópicos e número reduzido de animais por 
recinto. Assim, tais condições podem ajudar a explicar o resultado negativo para 
Cryptosporidium nas amostras fecais coletadas. 
 Com relação às aves amostradas, foram encontradas amostras fecais 
positivas para Cryptosporidium galli em quatro aves da mesma família (Psittacidae): 
ararajuba (Guaruba guarouba), papagaio-de-peito-roxo (Amazona vinacea) e 
papagaio-de-cara-roxa (Amazona brasiliensis) que estão alojadas no Setor Extra do 
Zoológico Municipal de Curitiba. Uma explicação para a presença de C. galli nestas 
aves pode estar associada à arquitetura dos recintos destes animais, os quais são 
menores, mais próximos uns dos outros e com a maior densidade populacional e 
ainda, há uma grande quantidade de passeriformes que entram nestes recintos em 
busca de alimento (principalmente) e água, podendo assim contaminá-los. Outra 
explicação seria que as ararajubas presentes neste local, foram trazidas do Passeio 
Público, parque da área central da cidade de Curitiba, em que há invasão de 
pombas européias (Columba livia) que poderiam servir como disseminadoras de 
oocistos caso já estivessem previamente, infectadas. Devido à proximidade dos 
recintos dos papagaios-de-peito-roxo e papagaios-de-cara-roxa a infecção para 
estes possa ter ocorrido. 
É importante ressaltar que C. galli não foi registrado em humanos, portanto, 




Neste trabalho também foi pesquisada a presença de Cryptosporidium em 
seis coleções aquáticas do Zoológico Municipal de Curitiba. Uma delas mostrou 
positividade para Cryptosporidium parvum. A coleção aquática positiva corresponde 
a Lagoa do Sapatão, um espaço que recebe toda a água proveniente dos recintos 
dos animais e localiza-se em uma região mais baixa do Zoológico Municipal de 
Curitiba a qual possui um canal cuja água escoa diretamente no Rio Iguaçu. 
Podendo assim, ser fonte de poluição biológica para a água deste rio. Não foi 
possível identificar a origem da contaminação para esta coleção aquática, porém, 
outros animais presentes no Zoológico podem ser portadores de oocistos desta 
espécie de Cryptosporidium, resultando nesta contaminação.  
Apesar do potencial de contaminação do Rio Iguaçu por escoamento da água 
proveniente do Zoológico, um trabalho de Osaki et al. (2013), empregando PCR e 
nested-PCR para detectar Cryptosporidium em água de captação na região 
metropolitana de Curitiba, não indicou a presença do protozoário em amostras de 
água do Rio Iguaçu. Outra coleta foi realizada em outro período (dezembro de 2008 
a janeiro de 2009) e próximo ao ponto de captação de água para tratamento pela 
companhia de saneamento do estado (SANEPAR). É possível que fatores como 
sazonalidade e o ponto de captação (próximo ou distante à fonte de contaminação) 
influenciem a detecção de Cryptosporidium em amostras de água.  
Vários são os estudos que tratam da presença de Cryptosporidium em água 
os quais focam diversos aspectos deste tipo de contaminação parasitária, alguns 
deles são: pesquisas por métodos mais eficazes para detecção de Cryptosporidium 
em amostras ambientais (KOOMPAPONG & SUKTHANA, 2012; RUECKER et al., 
2012; KOTHOVADE, 2012; LEE et al., 2013; OZAKI et al., 2013; FRANCY et al., 
2013; NORMAN et al., 2013;), descrição de surtos, principalmente em centros 
urbanos (BROWN et al., 1989; NEWMAN et al., 1993; GOLDSTEIN et al., 1996; 
BALDURSSON & KARANIS, 2011; XIAO et al., 2012; MOON et al., 2013; HOPKINS 
et al., 2013), detecção em água de beber e de recreação (FRANCO et al., 2001; 
SIMMONS et al., 2001; HOFSTRA et al., 2013; GALVÁN et al., 2014) e alguns sobre 
contaminação fecal do solo e da água por animais de criação (THURMAN et al., 
1998; HOAR et al., 1999; BRASSEUR et al., 2011; VAN DYKE et al., 2012; 
KANG’ETHE et al., 2012; NORMAN et al., 2013). Não há registros de estudos sobre 




de modo que a detecção desse parasito em coleção aquática do Zoológico Municipal 
de Curitiba constitui a primeira descrição dessa ocorrência. 
No presente estudo, três amostras de água foram positivas para 
cianobactérias, duas correspondentes ao santuário das aves e uma correspondente 
ao recinto dos macacos-prego. Tal registro traz preocupação, pois os animais 
possuem contato direto com essa água. A identificação de cianobactérias é 
importante, porque tanto Microcystis quanto Pseudoanabaena são produtoras de 
cianotoxinas de ação neurotóxica e hepatotóxica. Essas cianobactérias apresentam 
capacidade de crescimento nos mais diferentes meios, sendo os de água doce mais 
favoráveis, principalmente aqueles com água neutroalcalina (pH 6-9), temperatura 
entre 15 e 30 ºC e alta concentração de nutrientes (nitrogênio e fósforo), 
características que foram observadas nas coleções aquáticas amostradas. De 
acordo com Sant’Anna & Azevedo (2000) já foi registrada a ocorrência de pelo 
menos 20 espécies de cianobactérias potencialmente tóxicas, no mundo, incluídas 
em 14 gêneros. De acordo com os mesmo autores, a espécie Microcystis aeruginosa 
apresenta a distribuição mais ampla no Brasil. Algumas dessas toxinas são 
caracterizadas por sua ação rápida causando a morte de mamíferos por parada 
respiratória após minutos de exposição. 
Em duas amostras correspondentes ao recinto das lontras houve o registro da 
macrófita Lemna sp. utilizada como bioindicadora e biorremediadora de efluentes 
(CARIS et al., 2008). Sua presença corrobora a qualidade da água desse recinto, 
proveniente de uma nascente próxima ao mesmo, salienta-se que este espaço é o 
único que não recebe a água proveniente do Rio Iguaçu. 
 No presente estudo a análise filogenética por inferência Bayesiana dos 
isolados sequenciados mostrou a formação de dois clados (um relacionado aos 
isolados encontrados neste estudo e outro relacionado ao controle positivo de 
referência utilizado). Os isolados provenientes das aves mostraram bom suporte de 
ramo, sendo identificados como C. galli. Já o isolado proveniente de uma amostra de 
água e identificado como C. parvum pareou ao clado formado por C. galli e não à 
sequência de C. parvum depositada no GenBank e o controle positivo também 
identificado como C. parvum. A aparente incongruência pode ser explicada pela 
acurácia da análise Bayesiana, pois o controle positivo isolado de gado bovino 




isolado neste estudo, apesar de serem da mesma espécie. O mesmo mostrou-se 
mais próximo de C. galli isolado das amostras fecais de aves, fato que pode indicar 
a presença de processos evolutivos ocorrendo no mesmo biótopo. 
 Os trabalhos sobre criptosporidiose que tratam sobre o encontro deste 
parasito em um novo hospedeiro (relatos de caso) abordam principalmente, 
aspectos da prevelência em animais de interesse econômico. Poucos são os 
estudos que abordam questões evolutivas dos isolados sequenciados e seus 
respectivos hospedeiros. Estes trabalhos apresentam como principal análise 
filogenética utilizada a de Neighbor-Joining (XIAO et al.,1999; SULAIMAN et al., 
2000; HILL et al., 2008; SEVÁ et al., 2011).  
 Atualmente, existe uma maior tendência à utilização de análises filogenéticas 
por inferência Bayesiana (aleatoriedade) em isolados sequenciados, principalmente 
por respeitar os Princípios da Verossimilhança, porém, ainda são poucos os 
trabalhos realizados neste sentido. Pode-se citar o trabalho de Abeywardena et al. 
(2012) no qual os autores realizaram uma investigação epidemiológica molecular 
para os gêneros Cryptosporidium e Giardia em gado doméstico. As análises por 
inferência Bayesiana são mais popularizadas em estudos que destacam outros 
aspectos como: análise da relação entre patógenos e variáveis físico-químicas 
(STALEY et al., 2012), respostas de IgG e soroconversão para Cryptosporidium 
(SARKAR et al., 2012), sensibilidade e especificidade de métodos diagnósticos 
(GEURDEN et al., 2008; DE WAELE et al., 2011), dinâmica temporal e espacial da 
infecção por Cryptosporidium parvum em animais de fazendas leiteiras e risco para 
Bacias Hidrográficas (SZONYI et al., 2010), variações sazonais (SZONYI et al., 
2010, GONZALEZ-MORENO et al., 2013) e avaliação de tratamentos para 
desinfecção de água (SIVAGANESAN et al., 2003; QIAN et al., 2005; 
SIVAGANESAN & SIVAGANESAN, 2005; SIVAGANESAN & MARIÑAS, 2005; 
DONOFRIO et al., 2013). 
 A análise filogenética mudou muito na última década, sequências de dados 
tornaram-se a fonte mais comum de informação, isto significa que os modelos 
explícitos de processos evolutivos têm sido desenvolvidos num contexto de 
probabilidade, que permitem dados mais realistas para as análises. A análise 
Bayesiana foi desenvolvida para a construção de árvores e está aumentando muito 




grandes quantidades de dados sejam analisadas, com os modelos de evolução mais 
complexos (MORRISON, 2006). 
Diante dos resultados obtidos, neste trabalho, torna-se evidente a 
necessidade de medidas que envolvam cuidados relacionados ao destino dos 
dejetos produzidos pelos animais pertencentes ao plantel do Zoológico Municipal de 
Curitiba, devido à positividade de algumas amostras de fezes e de água coletadas, 
para o parasito Cryptosporidium. Alguns estudos trazem uma abordagem mais 
ampla quando o assunto é criptosporidiose, fato que comprova a importância desta 
protozoonose em tempos de intenso aumento da população humana, de animais de 
criação, condições de saneamento básico deficiente e também as questões de 
planejamento e resiliência dos grandes centros urbanos para as questões de saúde 
pública (ROBINSON, et al., 2011; HOFSTRA et al., 2013; LAL et al., 2013; 
SLAPETA, 2013). Torna-se importante ressaltar o grande público que visita o 
Zoológico Municipal de Curitiba (aproximadamente 650 mil pessoas/ano) e a 
possibilidade de vários indivíduos imunodeprimidos estarem presentes neste 
conjunto de pessoas, estando expostos ao risco de adquirir a infecção por 
Cryptosporidium, visto que foi identificada uma espécie deste gênero com potencial 





























- O presente estudo é o primeiro realizado em zoológicos do Brasil. 
 
- Das 121 amostras fecais de aves e 128 amostras fecais de mamíferos, apenas 
quatro do primeiro grupo foram positivas para oocistos de Cryptosporidium no 
Zoológico Municipal de Curitiba, indicando baixa ocorrência do protozoário. 
 
- Os resultados do presente trabalho confirmaram a maior sensibilidade da técnica 
de PCR sobre a coloração de Ziehl-Neelsen modificada, pois das 121 amostras de 
fezes de aves, foi possível detectar Cryptosporidium em quatro usando a primeira 
técnica (3,12 %) e duas usando a segunda técnica (1,65 %). 
 
- A espécie de Cryptosporidium identificada, por sequenciamento, nas quatro 
amostras fecais de aves positivas na PCR, um espécime de Guaruba guarouba 
(ararajuba), dois espécimes de Amazona brasiliensis (papagaio-de-cara-roxa) e um 
espécime de papagaio-de-peito-roxo (Amazona vinacea) foi Cryptosporidium galli. 
Embora não seja uma espécie que afete o ser humano, o encontro da mesma em 
animais do Zoológico Municipal de Curitiba alerta para a necessidade de manejo 
criterioso e adequado para que não ocorram surtos de criptosporidiose entre os 
animais do plantel. 
 
- O registro de Cryptosporidium galli para as aves Guaruba guarouba (ararajuba), 
Amazona brasiliensis (papagaio-de-cara-roxa) e papagaio-de-peito-roxo (Amazona 
vinacea) é o primeiro na literatura mundial. 
 
- A detecção e identificação molecular de Cryptosporidium parvum na água da 
Lagoa do Sapatão, que recebe água de todos os recintos do Zoológico Municipal de 
Curitiba, serve como alerta para o risco de contaminação de mananciais de 
captação de água por dejetos de animais silvestres de cativeiro. Sendo uma espécie 
zoonótica, C. parvum pode vir a ser causa de infecções tanto nos animais do 
Zoológico quanto em humanos. Porém a fonte de contaminação para as águas não 
foi identificada. Talvez, possa ter origem na fauna migratória que visita o local. Fato 
que pode auxiliar em repensar a arquitetura dos recintos do Zoológico, para que 
animais que não pertençam ao plantel não tenham acesso livre aos recintos. 
 
- A análise filogenética realizada mostrou a formação de um único clado, com as 
duas espécies de Cryptosporidium identificadas. A espécie C. parvum em amostras 
de água do presente trabalho apresentou maior similaridade com os isolados de C. 
galli encontrados, quando comparada com a amostra controle e a sequência do 













8. PERSPECTIVAS E RECOMENDAÇÕES 
 
 Neste trabalho foram utilizadas técnicas para pesquisa de Cryptosporidium 
em amostras fecais de animais e água do Zoológico Municipal de Curitiba. 
Abordagens posteriores poderiam incluir a avaliação quantitativa deste e de outros 
parasitos, já que o número de formas parasitárias é um fator importante para 
determinar o risco de infecção, seja entre os animais ou por contaminação indireta 
de origem hídrica que possa afetar os humanos. Atualmente, técnicas que permitem 
análise quantitativa, como as mencionadas no método 1623 da USEPA (E.U.A.), são 
disponibilizadas comercialmente.  
 Nenhum dos animais positivos para Cryptosporidium apresentou 
sintomatologia específica para esta parasitose, o que pode dificultar o diagnóstico da 
infecção, já que no Zoológico Municipal de Curitiba, na maioria das vezes, os 
exames parasitológicos de fezes são realizados somente quando o animal apresenta 
algum sintoma. Os animais que apresentaram positividade neste estudo eram 
adultos e com bom estado de saúde aparente. A aplicação das técnicas descritas, 
no presente trabalho, em ocasiões em que fossem observados surtos de diarreia 
entre os animais poderia aumentar as chances de detecção de Cryptosporidium. No 
entanto, um plano de aplicação periódica da técnica por amostragem poderia evitar 
surtos que resultassem em perda de espécimes, especialmente de animais jovens 
ou debilitados, em que a sintomatologia da doença é mais evidente e mais grave. 
 O encontro de Cryptosporidium em algumas das amostras fecais de aves do 
Zoológico Municipal de Curitiba enfatiza a importância de realização de exames 
laboratoriais de fezes antes que os animais sejam introduzidos nos recintos. 
Especialmente quando originados do Passeio Público (parque situado no centro da 
cidade de Curitiba), onde há grande número de animais sinantrópicos. Animais 
recém-introduzidos no Zoológico podem servir como fonte de contaminação para as 
aves que lá são mantidas. 
 Sugere-se, portanto, a elaboração de um plano de coleta de fezes bastante 
criterioso dos animais do plantel do Zoológico Municipal de Curitiba, inserindo 
técnicas mais específicas para melhor diagnóstico principalmente no que se refere 
ao grupo dos protozoários e pra que se possa manter a saúde dos animais. 
Atualmente, são realizados somente técnicas de flutuação em sacarose e de 




para Cryptosporidium. Considerando o custo relativamente alto do emprego da PCR 
para uso, em rotina de larga escala, essa técnica poderia ser usada em situações 
com suspeita de surtos, para uma rápida intervenção. Nos casos em que fosse 
detectada a presença do parasito, animais positivos para Cryptosporidium poderiam 
ser remanejados para recintos cujos dejetos não escoem para mananciais de 
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COLORAÇÃO DE Ziehl-Neelsen modificada (ZN) 
1. Fazer esfregaço de fezes e deixar secar. 
2. Fixar com metanol por 5 minutos 
3. Corar com Fucsina de Ziehl por 20 minutos 
4. Descorar com H2SO4 (2%) por 30 segundos 
5. Lavar bem com água destilada 
6. Contra corar com verde de malaquita 5 % por 60 segundos 
7. Lavar bem com água destilada 
8. Deixar secar  
9. Leitura das lâminas em microscópio ótico de luz branca, primeiro em 400X e 
em caso de suspeita observar sob imersão em 1000X. 
 
ANEXO B 
PREPARAÇÃO DE FEZES PARA EXTRAÇÃO DE DNA EM NaCl 
1. Sedimentação das fezes 
a) Diluir aproximadamente 1-2 g de fezes em 10 mL de água destilada 
b) Filtrar em gaze dobrada em 4, transferindo para tubo cônico de 50 mL. 
“Lavar” a gaze com mais água destilada, coletando no próprio tubo cônico. 
c) Completar volume para 40 mL.  
d) Centrifugar a 4000 g por 20 minutos, descartar sobrenadante deixando 5 
mL. 
2. Estoque do sedimento (sem purificação) para extração de DNA 
a) Transferir 0,5 mL de sedimento para tubo de 1,5mL, identificar e congelar 
a – 20 ºC 
b) Transferir 1 mL de sedimento para tubo de 1,5mL, identificar e estocar 
congelar a – 20 ºC 
3. Purificação do sedimento para extração de DNA 
a) Colocar, em um tubo cônico de 15 mL, 10 mL de solução saturada de 
NaCl ( d= 1,18). 
b) Adicionar 1 mL de sedimento fecal.  Fechar o tubo e inverter  2 vezes para 
homogeneizar. 
c) Sobrepor cuidadosamente 1 mL de água destilada gelada (pingar 
lentamente, encostando a pipeta na parede do tubo para minimizar 
distúrbio) 
d) Centrifugar a 2300 g por 10 minutos. 
e) Recuperar a camada entre a água destilada e a solução de NaCl, 
passando-a para outro tubo de 15 mL. 
f) Adicionar 10-12 mL de PBS e centrifugar a 2300 g por 10 minutos. Colocar 
novamente 10-12 mL de PBS e repetir a centrifugação. 
g) Descartar sobrenadante.  
h) Transferir o sedimento (+ 1 mL) para tubo de 1,5 mL 
i) Centrifugar 5000 g por 5-10 minutos e descartar sobrenadante, deixando o 
mínimo de volume possível no tubo 






PROTOCOLO PARA EXTRAÇÃO DE DNA DE Cryptosporidium – 
CHARGESWITCH® gDNA MINI TISSUE KIT (INVITROGEN™) 
PRIMEIRA ETAPA: 
 Para rompimento da parede do oocisto de Cryptosporidium sp.: 
 Acrescentar 1 mL de tampão de lise do kit na amostra, submetendo-a à 15 
ciclos de congelamento (- 80 0C) e descongelamento (55 0C). 
 
SEGUNDA ETAPA: PREPARAÇÃO DA AMOSTRA 
a) Acrescentar 20 uL de proteinase K 
b) Agitar brevemente o tubo 
c) Colocar parafilm nas tampas dos tubos 
d) Incubar as amostras a 55 0C por 2 horas em banho-maria 
e) Retirar do banho-maria 
f) Acrescentar 10 uL de RNAse A 
g) Inverter o tubo cuidadosamente para homogeneização da amostra 
h) Incubar em temperatura ambiente por 2 minutos 
 
TERCEIRA ETAPA: LIGANDO O DNA 
a) Suspender as esferas magnéticas no agitador 
b) Acrescentar 120 µL da suspensão na amostra 
c) Homogeinizar gentilmente com a pipeta 5 vezes 
d) Acrescentar 100 µL L de tampão de purificação 
e) Homogeinizar gentilmente com a pipeta por 10 vezes 
f) Posicionar os tubos na estante magnética por 2 minutos 
g) remover o sobrenadante cuidadosamente e descartá-lo  
 
QUARTA ETAPA: LAVANDO AS ESFERAS CONTENDO DNA 
a) Remover os tubos da estante magnética 
b) Acrescentar 1 mL de tampão de lavagem do kit 
c) Homogeinizar gentilmente 2 vezes com a pipeta para suspender as esferas 
magnéticas 
d) Posicionar os tubos na estante magnética por 1 minuto ou até o clareamento da 
amostra 
e) Remover o sobrenadante cuidadosamente e descartá-lo 
f) Repetir os passos de (a) a (e), na sequência, mais uma vez. 
 
QUINTA ETAPA: ELUINDO O DNA 
a) Remover os tubos da estante magnética 
b) Acrescentar 250 µL de tampão de eluição 
c) Homogeinizar gentilmente 2 vezes com a pipeta para suspender as esferas 
magnéticas 
d) Colocar parafilm na tampa dos tubos 
e) Incubar o material a 55 0C por 5 minutos em banho-maria 
f) Posicionar os tubos na estante magnética por 2 minutos 
g) Remover a solução eluída contendo o DNA purificado cuidadosamente e transferir 







ELETROFORESE EM POLIACRILAMIDA – DNA 
 
Materiais  
1) Solução de acrilamida/bisacrilamida (19:1) 40%   
Acrilamida    ..............   7,6 g  ..............15,2 g 
Bisacrilamida  ............  0,4 g  .............. 0,8 g 
H2O qsp  ...................   20 mL  ............ 40 mL 
 Dissolver em H2O a 37
oC, filtrar em papel de filtro e acondicionar em 
frasco âmbar a 4º C por até 30 dias.  ATENÇÃO: ACRILAMIDA É TÓXICA, 
NÃO ASPIRAR, USAR  MÁSCARA E LUVAS  
1) Tampão TBE 5 X 
Tris Base  ......................  54 g  ...............................  27 g 
Boric Acid   …...............   27.5 g  ............................. 13,75 g 
EDTA 0.5 M (8.0) ........... 20 mL  ............................. 10 mL      (ou 12,5 mL 
deEDTA 0,4 M em 500 mL solução) 
H2O qsp ......................... 1000 mL  ........................ 500 mL 
2) Tampão TBE 1X de corrida 
Fazer a diluição 1:5:                      100 mL  TBE 5 X    +   400 mL  H2O  
3) Suporte de vidro para o gel e cuba de eletroforese vertical 
Montar as duas placas de vidro fora da cuba, usando o espaçador na 
extremidade inferior e nas laterais. A utilização de vaselina líquida nos 
espaçadores melhora a adesão e a vedação. Prender com os grampos. 
4) TEMED – solução pronta 
5) Persulfato de amônio 20% 
Persulfato de amônio   ......................  2 g    ..............................   1 g 
H2O qsp  ............................................  10 mL  ..........................    5 mL 
 
Preparo do gel a 5%  (cuba permatron maior) 
       5,0%                          5,5%                    6,0% 
Solução acrilamida bis 40%  .....................  2,5 mL .................. 
H2O qsp  ....................................................  20 mL ……………. 
TBE 5 X  ....................................................  4 mL ……………… 
 
Cuba pequena: 
                                       5,0%                          5,5%                    6,0% 
Acrilam/bis 40%   ------  1,9 mL  -----------------  2,1mL -------------- 2,25mL 
TBE 5X     ----------------  3 mL -------------------- 3 mL----------------- 3 mL 




TEMED: 10 µL                                          Persulfato de amônio:  100-200 uL 
 
 Homogeneizar a solução 
 Acrescentar 10 µL de TEMED e 100 uL de persulfato de amônio 20% 
 Homogeneizar e verter no suporte de vidro do gel, previamente montado  
 Encaixar o pente, inclinando–o levemente para evitar bolhas 
ATENÇÃO: SE O GEL ESTIVER NA HORIZONTAL, DESNECESSÁRIO VEDAR A 
PARTE INFERIOR. 
 Aguardar a polimerização. 
 Retirar os 2 espaçadores superiores e em seguida o pente. Lavar 
delicadamente as canaletas usando ponteiras e micropipetas. 
 Retirar os demais grampos, encaixar na cuba de eletroforese, preenchê–la 
com TBE 1X 
 Aplicar as amostras e submeter a corrente de aproximadamente 98 V e + 20 
mA 
 
COLORAÇÃO DE GEL DE POLIACRILAMIDA PELA PRATA 
 
MATERIAL (SEMPRE USAR LUVAS) 
 
1)   Solução fixadora 
Etanol ................................ 100 mL  ..........  5 mL 
Ácido acético  ....................  5 mL ............  250 µL 
H2O qsp  ...........................   1000 mL ....... 50 mL 
 
2)   Solução de prata – preparar na hora 
Nitrato de prata  .................  0,3 g  ........ 0,15 g 
Solução fixadora  ...............  50 mL   ..... 25 mL 
H2O qsp  .............................  100 mL ..... 50 mL 
 
3)   Solução reveladora 
NaOH  em pastilhas ...............  + 6 g   ....... 1,5 g 
Formaldeído  ..........................  600 µL  ......  150 -200 µL 
H2O qsp  ................................   200 mL ...... 50 mL 
(Diluir o NaOH na água, esperar esfriar e colocar o formaldeído assim que 
for usa-la) 
 
PROCEDIMENTO (SEMPRE USAR LUVAS) 
 Retirar cuidadosamente o gel do suporte de vidro, primeiro retirando os 
espaçadores e depois desprendendo os vidros. Soltá–lo do vidro na cuba com 
solução fixadora. 
Manter 3 – 15 minutos na solução fixadora.  
 Desprezar a solução fixadora, segurando o gel na cuba. Adicionar solução de 
prata na cuba, evitando coloca-la diretamente sobre o gel 
Manter sob agitação, na solução de prata, por 5-7 minutos 
 Retirar a solução de prata (em frasco para posterior descarte). Lavar 2 X, 
colocando e retirando água destilada da cuba. 
 Colocar solução reveladora, agitar suavemente até aparecer as bandas. 





Concentrações de Acrilamida Recomendada para Resolução de DNA linear 
dupla fita (condições não–desnaturante)  
Acrilamida* 
(%) 
Tamanho de Fragmentos 
Separados      pb 
Migração de Corante 
Xileno Cianol Azul de 
Bromofenol 
3,5 100 –1000 460 100 
5,0 80 – 500 260 65 
8,0 60 – 400 160 45 
12,0 40 – 200 70 20 
15,0 25 – 150 60 15 
20,0 6 – 100 45 12 
 * 19:1 (peso/peso) acrilamida/bis–acrilamida  
Migração de Corante em Gel de Acrilamida em condições desnaturantes  
Acrilamida * (%) Migração de Corante 
Xileno Cianol                       Azul de Bromofenol 
5,0 140 35 
6,0 106 26 
8,0 75 19 
10,0 55 12 
20,0 28 8 

















PROTOCOLO QIAquick EXTRAÇÃO DE DNA EM GEL EM MICROCENTRÍFUGA 
NOTAS IMPORTANTES: 
- A cor amarela do tampão QG indica pH menor ou igual a 7,5 
- Adicionar etanol (96 a 100%) no tampão PE antes de usar (ver marcação do 
volume no frasco) 
- Isopropanol (100%) em banho Maria a 50ºC ou banho seco. 
- Todos os passos de centrifugação são realizados a 17.900 g ou 13.000 RPMs em 
um microcentrífuga tradicional. 
PROCEDIMENTO 
1. Excisar o fragmento de DNA o gel de agarose com um bisturi. 
2. Pesar o pedaço de gel em um tubo incolor. Adicionar 3 volumes de tampão QG 
para um volume de gel (por exemplo: 100 mg = 100 µL). 
Se a cor da mistura estiver laranja ou violeta, adicionar 10 µL de 3 M acetato de 
sódio, pH 5.0 e homogeneizar. A cor da mistura deverá voltar ao amarelo. 
3. Incube a 50 ºC por 10 minutos (ou até o gel ficar completamente dissolvido). Para 
ajudar a dissolver o gel, homogeneizar em um vortex o tubo por 2-3 minutos durante 
a incubação. 
Para géis com concentração maior que 2% aumentar o tempo de incubação. 
4. Depois de dissolver o gel completamente, verificar se a cor da mistura é amarela 
(similar ao tampão QG sem o gel de agarose dissolvido). 
Se a mistura estiver laranja ou violeta. Adicionar 10 µL de 3 M acetato de sódio 
pH 5.0 e homogeneizar. A cor voltará para o amarelo. 
5. Adicionar um volume de isopropanol para o volume do gel e homogeneizar. 
6. Colocar uma coluna QIAquick na microcentrífuga em um tubo de 2 mL fornecido. 
7. Para a ligação do DNA aplicar a amostra a coluna QIAquick e centrifugar por 1 
minuto. Descartar o sobrenadante e colocar a coluna QIAquick novamente no 
mesmo tubo.  




8. Recomenda-se adicionar 0.5 mL de tampão QG a coluna QIAquick e centrifugar 
por 1 minuto. Descartar o sobrenadante e colocar a coluna novamente no mesmo 
tubo. 
Este passo é somente requerido quando o DNA for usado para 
sequenciamento, transcrição in vitro ou microinjeção. 
9. Para lavar adicionar 0,75 mL de tampão PE na coluna QIAquick e centrifugar por 
1 minuto. Descartar o sobrenadante e colocar a coluna QIAquick no mesmo tubo. 
Se o DNA for usado para aplicações sensíveis a sal, tais como 
seqüenciamento, deixe a coluna descansando de 2 a 5 minutos depois da 
adição do tampão PE, antes da centrifugação. 
10. Centrifugue a coluna em um tubo de 2 mL (fornecido no kit) por 1 minuto. 
11. Coloque a coluna QIAquick em um microtubo de 1,5 mL. 
12. Ao eluato de DNA, adicionar 50 µL de tampão EB (10 mM Tris-Cl, pH 8,5) ou 
água no centro da membrana do QIAquick e centrifugue a coluna por 1 minuto. 
Alternativamente, para aumentar a concentração de DNA, adicionar 30 µL de 
tampão de eluição no centro da membrana do QIAquick, deixar a coluna 
repousar por 1 minuto e em seguida centrifugar por 1 minuto. 
13. Se o DNA purificado for analisado em um gel adicionar um volume de tampão de 

























ANEXO F – Carta de autorização de coleta 
 
 
 
